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1 Einleitung 
1.1 Knochenstruktur 
1.1.1 Knochenstruktur 
Das knöcherne Skelett besteht aus Knochen unterschiedlicher Form und Gestalt, 
die über kontinuierliche oder diskontinuierliche Artikulation miteinander in 
Verbindung stehen. Der Knochen ist das am höchsten differenzierte 
mesenchymale Gewebe und ist sowohl ein Stütz- als auch ein Stoffwechselorgan. 
Der Knochen dient vor allem als Speicher für Kalzium und Phosphat (Adler 2005). 
Knochengewebe besteht aus verschiedenen Zelltypen und einer mineralisierten 
Extrazellulärmatrix (EZM) und tritt dabei in zwei makroskopisch unterschiedlichen 
Formen auf, als spongiöser und kompakter Knochen. Die innere Knochenhaut 
(Endost) bedeckt sämtliche inneren Knochenoberflächen und besteht aus einer 
Schicht nicht-mineralisierten Kollagenfibrillen und einer kontinuierlichen langen 
Schicht von Osteoprogenitorzellen, Osteoblasten und mehrkernigen Osteoklasten 
(siehe Abbildung 1). 
Die Osteoprogenitorzellen können im Rahmen von Reparaturvorgängen unter 
dem Einfluss lokal entstehender Wachstumsfaktoren (z.B. Bone Morphogenetic 
Protein-2, BMP-2), sowie verschiedener Hormone, zeitlebens zu Osteoblasten 
ausdifferenzieren. Die Osteoblasten lagern sich auf der Knochenoberfläche ab 
und sind für die Knochenneubildung verantwortlich. Sie bilden die Knochenmatrix, 
indem sie organisches Typ1-Kollagen und anorganische Calciumphosphate und –
carbonate in den interstitiellen Raum ausscheiden. Bei diesem Prozess wandeln 
sich die Osteoblasten zu Osteozyten um, nachdem sie vollständig von der neu 
synthetisierten extrazellulären Matrix umschlossen wurden (Junqueira and 
Carneiro 1996). Die Osteoklasten wirken dagegen osteolytisch, indem sie 
Protonen und Proteasen sezernieren und den Abbau des Knochenmaterials 
Einleitung 
2 
einleiten. Die Osteoklasten und Osteoblasten sind für den ständig dynamischen 
Prozess des Knochenremodelings verantwortlich. 
 
Abbildung 1: Zellen des Knochens 
Mäusefemur, HE-Färbung der Spongiosabälkchen. Im Bild sind die Lamellen erkennbar. OK: 
Osteoklasten, EO: Osteozyten, EO: Endost, KF: Kollagenfibrillen, KM: Knochenmark, die Pfeile 
zeigen die basophile Osteoblasten, 20x Objektive. 
Im Kontrast zum Endost bedeckt das Periost die äußere Knochenoberfläche. Es 
ist reich vaskularisiert, innerviert und damit sehr schmerzempfindlich und besteht 
aus zwei Schichten. Die innere Schicht, das Stratum osteogenicum, besteht aus 
denselben Zellen wie das Endost und liegt dem Knochen direkt an. Somit können 
auch auf der Periostseite jederzeit Umbau- und Reparaturmaßnahmen stattfinden. 
Außen liegt das Stratum fibrosum, das aus straffen Bindegewebe besteht, dessen 
Fasern zum Teil gemeinsam mit den Fasern der inserierenden Sehnen in die 
Kortikalis einstrahlen (Sharpey-Fasern) (Lüllmann-Rauch 2006). 
1.1.2 Knochenfraktur 
Unter einer Fraktur versteht man das Unterbrechen der Kontinuität eines 
Knochens durch direkte oder indirekte Gewalteinwirkung unter Bildung von 
Fragmenten (Pschyrembel 2004). Frakturen und deren Folgen resultieren in einer 
limitierten Bewegungsfähigkeit, ggf. Immobilisation, geringeren Belastbarkeit und 
demzufolge einer Minderung oder in einigen Fällen sogar einer dauerhaften 
Einschränkung der Lebensqualität.  
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1.1.3 Frakturheilung 
Die Knochenheilung wird durch einen komplexen Regenerationsmechanismus 
ermöglicht, der nicht mit der Bildung einer Narbe, sondern mit der vollständigen 
Wiederherstellung der ursprünglichen Struktur und Funktion des Knochens endet. 
Eine möglichst exakte Adaption und eine durchgehende Ruhigstellung des 
Frakturspaltes sowie eine ausreichende Durchblutung der Fragmente ermöglichen 
eine direkte aniogene Knochenneubildung oder primäre Knochenheilung. Sind 
eine oder mehrere der genannten Konditionen nicht oder unvollständig gegeben, 
bildet sich zwischen den Fragmenten und um sie herum Kallusgewebe, das im 
Rahmen der enchondralen Osteogenese allmählich zu Knochengewebe 
differenziert. Die Fraktur heilt indirekt oder sekundär (Berchtold et al. 2008).  
Die sekundäre Knochenheilung der langen Röhrenknochen lässt sich generell in 
drei überlappende Phasen einteilen (McKibbin 1978): 
1) Entzündungsphase: Nach Eintritt der Fraktur beginnt die Entzündungsphase. 
In Verbindung mit einer Gewebsschädigung sind eine Inflammationsreaktion, 
eine rasche Ausbildung verschiedener Entzündungszellen und eine 
Aussprossung von Kapillaren charakteristisch für diese Phase. Die 
ausgiebige Blutung wird durch ein intaktes Gerinnungssystem zum Stillstand 
gebracht. Die Aktivierung dieses System führt zu Freisetzung 
chemotaktischer Faktoren und zum Einwandern von Makrophagen und 
Granulozyten. Gleichzeitig werden eine Reihe von Angiogenesefaktoren wie 
Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF) und der Platelet Drived Growth 
Factor (PDGF)  freigesetzt.  
2) Reparationsphase (Kallusbildung): Der Bluterguss wird durch 
Granulationsgewebe aus Fibrin und Kollagenfasern, mit Fibroblasten, 
Lymphozyten und zahlreichen neugebildeten Kapillaren (Angiogenese) 
ersetzt. Dieser sogenannte „weiche Kallus“ stellt die erste Überbrückung der 
Frakturenden dar. Zu einem späteren Zeitpunkt der Frakturheilung, unter 
Einfluss von verschiedenen Wachstumsfaktoren (siehe. 1.4), differenzieren 
die eingewanderten mesenchymalen Stammzellen (MSC) zu Osteoblasten. 
Die von Osteoblasten mineralisierte Matrix ersetzt in der endochondralen 
Ossifikation den knorpeligen weichen Kallus. So entsteht zunächst ein 
„Geflechtknochen“, der sich entlang der Angiogenese netzartig ausbreitet.  
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3) Umbauphase: Diese Phase ist charakterisiert durch den Umbau des wenig 
geordneten Geflechtsknochen in den stabileren hochstrukturierten 
Lamellenknochen. Das überschüssige Kallusgewebe wird resorbiert und die 
ursprüngliche Geometrie des Knochens wird wiederhergestellt. 
Die Frakturheilung ist ein komplexer Prozess, der aus der Interaktion von 
Hormonen, Zytokinen, extrazellulärer Matrix (EZM) und verschiedenen 
Wachstumsfaktoren besteht (Lieberman et al. 2002, Niethard and Pfeil 2005, 
Sims et al. 2002). Die neuen Erkenntnisse auf dem Gebiet der molekularen 
Mechanismen der Frakturheilung führten in den letzten Jahren zu neuen 
therapeutischen Strategien. Trotz einer verbesserten klinischen Versorgung 
weisen 10-20 % aller behandelten Frakturen eine Heilungsstörung auf (Haas 
2000). Neben den offenen Frakturen, die ein hohes Risiko für Infektionen 
bieten und zu einer schlechte Heilung führen können, stellen die großen 
Knochendefekte nach wie vor eine große Herausforderung der Orthopädie 
dar. Das Problem der ausbleibenden Knochenheilung liegt oftmals in 
Fragmentdiastasen, Fragmentnekrose durch gestörte Vaskularisation und 
Gefäßversorgung oder Infektionen. Zur verbesserten Heilung solcher großen 
Defekte werden mehrere Therapiestrategien erforscht und teilweise 
eingesetzt. Diese Ansätze zur Therapie sollen durch die osteokonduktive, 
osteoinduktive oder osteogene Eigenschaften den Prozess der endogenen 
Frakturheilung und natürlichen Aufbau des Knochens gewährleisten. 
1.1.4 Wachstumsfaktoren 
Zahlreiche Wachstumsfaktoren und Botenstoffe werden während der 
unterschiedlichen Phasen der Knochenheilung vermehrt exprimiert und daher 
werden sie teilweise als potentielle Therapeutika zu Unterstützung der 
Knochenreparaturprozess angesehen.  
Transforming Growth Factor-β (TGF-β) 
Zur Transforming Growth Factor-β (TGF-β) Superfamilie gehören fünf Isoformen 
von TGF-β  (TGF-β1 bis TGF-β5), BMPs,  Activins,  Inhibins und Müllerian 
Hemmsubstanz. TGF-β beeinflusst ein großes Spektrum zellulärer Aktivitäten wie 
Wachstum und Differenzierung der Zellen, sowie die Synthese der extrazellulären 
Matrix. TGF-β  wurde in vielen Geweben gefunden. Insbesondere als Komponente 
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der  extrazellulären Matrix der Knochen, Knorpel und in Thrombozyten wurden 
angereichte Mengen beschrieben (Seyedin et al. 1986). Die experimentellen 
Studien weisen auf eine gesteigerte Expression von TGF-β  im periostalen Raum 
in der frühen Phase der Knochenheilung hin (Robey et al. 1987). In mehrere 
Studien wurden die potentiellen Eigenschaften von TGF-β  bei der Frakturheilung 
untersucht, indem TGF-β  in den Frakturbereich injiziert wurde. Allerdings führen 
diese Untersuchungen zu einem unmittelbaren und limitierten Ergebnis, so dass 
es eine standardisierte Applikation von TGF-β in Rahmen der Frakturheilung 
erschwert wird (Fujimoto et al. 1999, Lieberman et al. 2002, Rosier et al. 1998).  
Bone Morphogenic Proteins (BMPs)  
BMPs als multifunktionale morphogene Wachstumsfaktoren spielen eine wichtige 
Rolle bei dem Zellwachstum und der Knochenneubildung. (Chen et al. 2004, 
Hogan 1996). BMP-2, -4 und -7 sind wegen ihre potentiellen Fähigkeit zur 
Osteoblastendifferenzierung der Mesenchymzellen von großer Bedeutung bei der 
Knochenneubildung. Das Konzept für die Knochenneubildung essentiellen 
Substanzen im Knochen, gibt es seit 1965 (Urist 1965). Diese Proteine wurden 
später charakterisiert und als  Bone Morphogenic Proteins bezeichnet. Nach mehr 
als zwanzig Jahren konnten die Gene der BMPs sequenziert und damit neue 
Erkenntnisse zur Herstellung rekombinanter humaner BMPs (rhBMPs) gewonnen 
werden (Wozney et al. 1988). Zahlreiche präklinische Studien weisen auf 
verbesserte Knochheilung nach Applikationen von rhBMP-7, auch recombinant 
human Osteogenic Protein-1 (rhOP-1) genannt, und rhBMP-2 bei kritisch-großen 
Knochendefekten hin (Bostrom et al. 1996, Cook et al. 1994, Sciadini and Johnson 
2000, Yasko et al. 1992). Zudem konnte eine verbesserte Rekonstruktion von 
geschädigter Knochen-Sehnen-Knochen-Struktur in anterior cruciate ligament 
(Vordere Kreuzband) mit Zugabe von rhBMP-2 in Tierexperimenten gezeigt 
werden (Hashimoto et al. 2011). Die rhBMP-2 und -7 sind zur Ergänzung der 
Behandlung von offenen Schienbeinfrakturen und für die Behandlung von 
degenerativen Bandscheiben zugelassen (Burkus et al. 2002, Govender et al. 
2002, Johnsson et al. 2002, Zimmermann et al. 2006). Sie haben eine kurze 
Halbwertszeit und werden schnell metabolisiert. Zusätzlich kann ihr 
osteoinduktives Potential zu nicht erwünschten Ossifikationen im Weichteilgewebe 
führen (Nakagawa et al. 2001, Yamamoto M. et al. 1998). Daher muss die 
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entsprechende Dosis optimal freigesetzt oder appliziert werden. Sie werden 
systemisch in Kombination mit Trägermaterialen wie z.B. Metallimplantate oder 
Kollagenschwämme appliziert (Warnke et al. 2010).  
Fibroblast Growth Factor (FGF) 
Diese Familie der Zytokine ist bei der Angio- und Mitogenese der 
Mesenchymzellen von Bedeutung (Friesel and Maciag 1995, Lind 1998). Sie 
fördern das Wachstum und die Differenzierung von Epithelien, Myozyten, 
Osteoblasten, Tenozyten und Chondrozyten. Die Aktivität von FGF-1 und -2 wurde 
in der frühen Phase der Frakturheilung nachgewiesen (Hankemeier et al. 2005, 
Jingushi et al. 1990, Wang J. S. 1996). Ein kontrollierter Zusatz von FGF im 
Scaffold konnte eine positive Effekt auf Knochen-, Sehnen- und Ligamentheilung 
zeigen (Kato et al. 1998, Kimura et al. 2008, Nakamura et al. 1998, Sahoo et al. 
2010). 
Platelet Derived Growth Factor (PDGF) 
PDGF wird hauptsächlich von Thrombozyten während der Degranulation 
sekretiert. Eine erhöhte Expression von PDGF konnte in der frühen Phase der 
Frakturheilung im Frakturbereich nachgewiesen werden. Die in vitro Studien 
weisen auf einen mitogenen Effekt von PDGF auf Osteoblasten hin. Zudem führt 
PDGF unter Hypoxie-Bedingungen zu eine gesteigernten Angiogenese in 
Tenozyten (Petersen et al. 2003). Einige in vivo Studeien belegen die fördernde 
Knochen- und Sehnenheilung durch PDGF (De la Riva et al. 2010, Hee et al. 
2011). Der genaue Wirkmechanismus von PDGF auf die Frakturheilung ist unklar. 
Mangelhafte in vivo Studien in Rahmen der Frakturheilung verhindern eine robuste 
Aussage über klinisch anwendbares PDGF als Einzelsubstanz. 
Vascular endothelial growth factor (VEGF) 
VEGF ist ein leistungsfähiges angiogenese Mitogen, welches in der Embryonal 
und Fetalphase lebensnotwendige Funktion durchführt. Im Rahmen der 
Frakturheilung wird dieser Wachstumsfaktor von aktivierten Thrombozyten im 
Hämatombereich ausgeschüttet. VEGF regt die Proliferation und Differenzierung 
von Fibroblasten, Osteoblasten und Chondrozyten aus Mesenchymvorstufen an. 
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Diese Zellen sind im reifen Zustand in der Lage selbst VEGF zu produzieren und 
weitere umgebende Zellen zu stimulieren. Eine entstandene Chondrozyten-
hypertrophie und eine angestiegene VEGF-Konzentration  führen zu einer weite-
ren Angiogenese. Der knorpelige Kallus wird durch neu zugeführte Blutgefässe 
und Chondroklasten abgebaut, somit kommt es zur Umwandlung vom Knorpel zu 
Knochen (Gerber et al. 1999, Harper and Klagsbrun 1999, Petersen et al. 2002). 
(Street et al. 2002) konnte zeigen, dass eine exogene Gabe von VEGF zur 
Osteoblastenaktivierung und verbesserten Kallusvaskularisation führt. Im Gegen-
satz dazu, führt eine Hemmung des VEGF durch Applikation von VEGF-
Antikörpern zu einem verminderten Volumen des Kallus.   
1.2 Sehnenruptur 
1.2.1 Sehnenstruktur  
Die Sehne (lateinisch: tendo, englisch: tendon) besteht aus straffen, 
kollagenfaserigem Bindegewebe und dient zur Zugübertragung zwischen Muskel 
und Knochen, an dem sie inseriert ist. Das tendinöse Gewebe enthält einen hohen 
Gehalt an parallel angeordneten, zugfesten Kollagenfasern und wenigen 
elastischen Fasern, sowie Proteoglykane. Zwischen den Kollagenfasern liegen die 
Tendinozyten (= Sehnenzellen, Tenozyten), die wegen ihrer speziellen Form auch 
Flügelzellen genannt werden (Lüllmann-Rauch 2006). Die Sehneninsertion stellt 
die Zone der stufenlosen Verbindung von Sehne zum Knochen dar. Innerhalb 
eines Millimeters geht das tendinöse Bindegewebe in Knochengewebe über. 
Kollagenfasern gehen in Faserknorpel über, der im Übergangsbereich 
(Engelhardt-Lexikon). Die Kollagenfasern werden durch lockeres Bindegewebe, 
dem Peritendineum internum, zu Faserbündeln zusammengefasst. Außen werden 
diese vom Peritendineum externum umschlossen. Das Peritendineum enthält 
Leitungsbahnen für die nutritive und nervale Versorgung des Sehnengewebes. 
Tenomodulin (TNMD) ist ein Protein, das in Sehnen, Bändern und im Auge 
exprimiert wird. Dieses Protein wird durch den Transkriptionsfaktor Scleraxis 
reguliert (Shukunami et al. 2006), wodurch beide Faktoren an der Entwicklung und 
Differenzierung der Tenozyten beteiligt sind. Sie werden als Tenozyten-
spezifische Marker verwendet. 
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1.2.2 Sehnenruptur 
Eine Kontinuitätsunterbrechung einer Sehne mit Funktionsverlust oder –reduktion 
wird als Sehnenruptur definiert. Dabei sind bei den Ätiologien der Sehnenruptur 
spontane, traumatische und offene Lazerationen voneinander zu unterscheiden. 
Die traumatischen Rupturen treten meistens in jüngeren Patientenpopulationen 
mit höherem Leistungsanspruch, insbesondere am Fuß, auf. Die spontane 
Achillessehnenruptur erfolgt ohne dass ein adädqales Trauma vorhergeht. Da eine 
gesunde Achillessehne nicht rupturieren kann weisen die Rupturen auf bereits 
bestehende degenerative Veränderungen hin, so dass von einem „acute- on- 
chronic- mechanismus“ ausgegangen werden kann, dessen pathophysilogischer 
Mechanismus nicht genug erforscht ist. Möglicherweise spielt dabei eine Zone mit 
defekter Vaskularität eine entscheidende Rolle (Petersen et al. 2005, Zantop et al. 
2003). Sowohl eine Hypo- als auch eine Hypervaskularisation der Sehne kann 
eine Nekrose, Degeneration oder spontane Ruptur verursachen (Petersen et al. 
1999). Die Neoangiogenese und erhöhte Expression von VEGF spielt im Rahmen 
der Pathogenese degenerativer Sehnenerkrankungen eine wichtige Rolle (Pufe et 
al. 2001).  
In seltenen Fällen kann eine Ossifikation der Sehne, u.a. in Folge einer 
traumatischen oder hypoxischen Sehnengewebsschädigung, zur „Fraktur“ der 
Sehne führen (Delank et al. 2000, Suso et al. 1988).  
1.2.3 Sehnenheilung 
Bei der Sehnenruptur weichen die Sehnenstümpfe auf Grund der 
Muskelkontraktion auseinander. Bei einer partiellen Sehnenruptur werden die 
ortständige Tenozyten, unmittelbar benachbart zum nekrotischen Sehnengewebe, 
aktiviert und beginnen zu proliferieren. Neugebildete extrazelluläre Matrix 
überbrückt dann die Rupturstelle. Bei einer kompletten Sehnenruptur haben das 
Paratenon und das benachbarte Bindewebe eine bedeutende Rolle. Ein Fibrinnetz 
des Blutkoagels dient zur Migration von Tenozytenvorläufern aus dem 
Peritendineum. Die Neusynthese von Kollagen und anderen Matrixproteinen führt 
im Granulationsgewebe zu einem wenig geordneten fibrillären Netzwerk mit 
hohem Anteil an Typ-III-Kollagen. Die Makrophagen infiltrieren das Gewebe. In 
einer länger andauernden Remodelingphase kommt es zu einer Organisation der 
extrazellulären Matrix und zu einem Ausrichten der Kollagenfasern entlang der 
Einleitung 
9 
mechanischen Belastungsachse. Parallel dazu nimmt die Zell- und Kapillardiche 
ab. 
Auch die Sehnenheilung hängt von zahlreichen systemischen und lokalen 
Faktoren ab. In den letzten Jahren konnten verschiedene Experimente einen 
positiven Effekt von Applikationen der Wachstumsfaktoren erbringen. Ein für den 
klinischen Einsatz tragfähiges Konzept konnte jedoch bisher nicht etabliert werden 
(Tscherne 2002).  
1.3 Plättchenreiches Plasma (PRP) 
Unter Plättchenreichem Plasma (PRP) wird ein autologes Thrombozyten-
konzentrat verstanden, das aus patienteneigenem Vollblut gewonnen wird (siehe 
Abbildung 2). 
Autologe Blutprodukte zur Unterstützung der Knochenregeneration finden seit 
1960 in therapeutischen Ansätzen eine Verwendung (Schulte 1960). Einige 
Jahren später gab Schulte die Verwendung von zentrifugiertem Eigenblut zur 
Füllung von Knochendefekten nach einer Zystektomie mit dem Ziel der 
vermehrten Koagulumstabilisierung an (Schulte 1969). Die Verwendung von 
Thrombozyten-angereichertem Plasma als Ersatz für einen Gewebekleber zur 
beschleunigten Blutstillung nach operativen Eingriffen wurde 1996 von (Yamamoto 
K. et al.) publiziert. Ein Jahr später publizierte (Whitman et al.) die Erstanwendung 
von PRP in der Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie und berichtete über eine 
beschleunigte knöcherne Regeneration und einen positiven Effekt auf die 
Weichteilheilung. Die Autoren sahen das Fibrinogen und die Wachstumsfaktoren 
aus PRP als Ursache für die Förderung der Regeneration an. Eine klinische 
Studie mit Unterkieferkontinuitätsdefekten zeigte: „Der Einsatz von PRP zu 
Knochentransplantaten kann nach sechs Monaten eine statistisch signifikante 
Steigerung der Knochendichte des Regenerates im Vergleich zur Kontrollgruppe 
(n = 44, von 55 % auf 74 %) hervorrufen“ (Marx et al. 1998). In den wenigen 
Jahren nach diesen publizierten Ergebnissen ist eine Vielzahl von Publikationen 
über den möglichen Einsatz von PRP erschienen, ohne den Wirkmechanismus 
von PRP genauer in weiteren ausführlichen Studien zu untersuchen (Bauer 2004). 
Auf Grund eines fehlenden standardisierten Forschungsprotokolls und unter-
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schiedlicher PRP-Anwendung bei der Knochenregeneration, führen die Studien zu 
uneinheitlichen, teils kontroversen Resultaten. 
 
Abbildung 2: Histochemische Darstellung von PRP im Vergleich zu Vollblut 
May-Grünwald-Giemsa–Färbung von humanem Vollblut (a) und von PRP (b). Er: Erythrozyten, Le: 
Leukozyten, Pfeil: Thrombozyten. 
1.3.1 Thrombozyten 
Max Schulze beschrieb als erster 1865 die Thrombozyten (Max Schultze). 1882 
demonstrierte (Bizzozero) die Bedeutung der Thrombozyten bei der Gefäßver-
letzung. Er beobachtete, dass die Thrombozyten der korpuskuläre Bestandteil des 
Blutes ist (siehe Abbildung 3; a und c), die an verletzte Gefäße adhärieren und 
das Fibrinnetz binden. Mit einem Durchmesser von 1,5 bis 3 µm entstehen sie in 
Knochenmark, wo sie von riesigen Megakaryozyten abgeschnürt werden. Mit einer 
Konzentration von 150.000 - 380.000 pro µl zirkulieren die diskoidalen Plättchen 
im Blut. Sie entstehen durch Abschnürung von den Megakaryozyten des 
Knochenmarks und besitzen dadurch keinen Zellkern, wodurch sie nur sehr 
eingeschränkt zur Neusynthese von Proteinen fähig sind. Ihre durchschnittliche 
Lebensdauer beträgt acht bis zwölf Tage. Sie verfügen über einer Reihe von 
Zellorganellen. Neben den Mitochondrien, dem elektronendichten tubulären 
System (eng.: dense tubular system: DTS), einem rauen endoplasmatischen 
Retikulum (rER), Lysozyme und Peroxisomen, sind die α- und δ- (dense)-Granula 
zu nennen. Bei humanen Thrombozyten dient das offene kanalikuläre System 
(eng.: open canalicular system: OCS) zum Stoffaustausch zwischen dem 
Thrombozyteninneren und der Oberfläche. Die diskoide Form der ruhenden 
Thrombozyten wird durch das Zytoskelett aufrechterhalten. Das Zytoskelett wird 
durch submembranöses Spektrin, Filamin-A-verbundene Aktinfilamente und 
Mikrotubuli verstärkt (Pötzsch et al. 2009).  
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Abbildung 3: Thrombozyten  
(a und b): Die REM-Aufnahmen zeigen ruhende (a) und aktivierte humane Thrombozyten. (b). Die 
TEM-Aufnahmen zeigen inaktive (c) und aktivierte (d) Thrombozyten DG: δ-(dense)-Granula, Mit: 
Mikrotubuli, OCS: open canalicular system; Pfeilespitzen: (α-Granula), Pfeil: Pseudopodien. 
Aktivierung der Thrombozyten 
Diverse Agonisten, hauptsächlich Thrombin, ADP, Kollagen und von-Willebrand-
Faktor (vWF), lösen eine Aktivierung der Thrombozyten aus. Im ersten Schritt der 
Aktivierung ändern die Thrombozyten ihre Form und es kommt zum so genannten 
„shape-change“, hierbei kontrahiert das Zytoskelett und die Granula wandern zum 
OCS hin. Dieser Schritt ist reversibel. Ein starker Stimulus führt zu einem 
irreversiblen zweiten Schritt, der Degranulation. Dies hat die Ausbildung von 
Pseudopodien und eine Aggregation zur Folge (sieheAbbildung 3; b und d) 
(Gadner et al. 2006, Pötzsch et al. 2009). 
Wirkmechanismus der Thrombozyten 
Kommt es zur Verletzung des Endothels und zu freiliegenden Kollagenfasern der 
subendothelialen Schicht, werden die Thrombozyten aktiviert. Sie adhärieren über 
Rezeptoren wie z.B. Glykoprotein GPIb-V-IX und GPIIb-IIIa auf ihrer Oberfläche 
an subendothelialen Strukturen. Sie ändern ihre Morphologie, werden kugelförmig, 
bilden Pseudopodien und bilden Aggregate. Zusätzlich führt die Aktivierung zur 
Degranulation der Plättchen und Freisetzung ihre Inhaltstoffe.  
Bei den Inhaltstoffen handelt es sich um bioaktive Moleküle wie Zytokine, 
Wachstumsfaktoren und antimikrobielle Peptide. Weiterhin werden 
Gerinnungsfaktoren aus deren dense-Granula freigesetzt, die unter anderem zur 
Aktivierung weiterer Thrombozyten führen. Als Folge dieser Gerinnungskaskade 
wird das Fibrinnetz gebunden. Die entstandene Fibrinmatrix trägt zur Blutstillung 
und Hämostase bei und bildet das Gerüst für die einwandernden Gewebe-
regenerierenden Zellen (Gentry 1992). Die α-Granula werden degranuliert und 
sekretieren Zytokine und Wachstumsfaktoren, extrazelluläre Matrixproteine und 
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Mikropartikel in den extrazellulären Raum. Hierbei spielen die Thrombozyten bei 
der Koagulation, Inflammation, dem antimikrobiellen Abwehrmechanismus, der 
Angiogenese und Wundheilung eine bedeutende Rolle (Blair and Flaumenhaft 
2009). 
Inhaltstoffe und Wirkmechanismen von α-Granula 
α-Granula enthalten Membran-gebundene und lösliche Proteine. Die 
Membranproteine beinhalten die Integriene, Glykoproteine (z.B. IIb-IIIa, α6), 
Lektine (z.B P-Selektin), Immunoglobulin-Rezeptoren (z.B. GPVI, Fc-Rezeptor, 
PECAM), Leucin-reach repeat family-Rezeptoren, Tetraspanin (CD9) und andere 
Rezeptoren wie CD36 und Glut-3. Diese Proteine werden an der 
Plättchenoberfläche abgegeben. (Berger et al. 1993, Maynard et al. 2007, Niiya et 
al. 1987, Nurden P. et al. 2004). Durch die Degranulation werden sie als 
Membranfragmente oder Mikropartikel ins Plasma oder an die Zytoplasma-
membran abgegeben (Berger et al. 1996). Die löslichen Proteine der α-Granula 
kommen teilweise im Plasma vor und können strukturell und funktionell von 
Plasmaproteinen abweichen. Sie sind in α-Granula partikulär konzentriert und 
modifiziert. 
Einflüss von Thrombozyten bei der Wundheilung 
Die fördernden Effekte der Thrombozyten und deren α-Granula-Inhaltstoffe wur-
den beim Wundheilungsprozess in mehreren in vivo und in vitro Studien 
nachgewiesen (Nurden A. T. et al. 2008). Moulin et al berichteten 1998 von einer 
beschleunigten kutanen Wundheilung bei Diabetes-Ratten. Die in vitro Studien 
demonstrieren einen positiven Effekt von Thrombozyten-Mediatoren auf 
Proliferation und Migration von osteogenen Zellen (Kark et al. 2006). Zu den in α-
Granula vorkommenden, für Gewebe- und Knochenregeneration, wichtigen 
Zytokinen und Wachstumsfaktoren zählen: Platelet Derived Growth Factor (PDGF-
αα, -ßß und - αß Isoformen), Transforming Growth Factor-ß (TGF-ß, -ß1 und -ß2 
Isoformen), Interleukin 1 (IL-1), VEGF, Insulin-like Growth Factor (IGF), 
Osteocalcin (Oc) und Osteonectin (On) (Eppley et al. 2004, Rendu and Brohard-
Bohn 2001, Stenner et al. 1986, Thiede et al. 1994, Weibrich et al. 2002a). Die 
einzelnen Wachstumsfaktoren haben dabei ein unterschiedliches Wirkspektrum 
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und können unterschiedlich die Zellen beeinflussen (Lind 1998, Weibrich et al. 
2002b).  
Antimikrobielle Abwehrmechanismen von Thrombozyten 
Eine weitere Aufgabe der Blutplättchen liegt in der Abwehr von körperfremden 
Stoffen. 1960 berichtete (Hirsch), dass der bakterizide Effekt von Blutplasma 
durch eine Zugabe von Blutplättchen signifikant erhöht wird. Sie eliminieren die 
fremden Partikel und Mikroorganismen sobald sie in die Blutbahn gelangen 
(Copley and Witte 1976). Blutplättchen wurden bereits 1990 von (Wurzinger) als 
Teil des unspezifischen Abwehrsystem bezeichnet. Die α-Granula schütten durch 
Thrombin-Aktivierung Proteine und Peptide aus, die eine antimikrobielle Wirkung 
aufweisen (Yeaman et al. 1992). Andere Peptide wie z.B. Regulated upon 
Activation Normal T-cell Expressed and Secreted (RANTES), Connective Tissue 
Activating Peptide 3 (CTAP3) und Platelet Factor 4 (PF-4) vermitteln, neben ihren 
mikrobiziden Eigenschaften, eine Chemotaxis für andere Abwehrzellen und 
werden als Kinozidine bezeichnet (Yount and Yeaman 2004). Sie führen zur 
Migration und Einwanderung von Neutrophilen und Monozyten und dadurch 
beteiligen sich die Thrombozyten bei der spezifische Immunabwehr. Die 
antimikrobiellen Eigenschaften der Thrombozyten werden neben den 
Inhaltsstoffen der α-Granula durch deren Lysosomen verstärkt.  
Einflüss bei der Angiogenese und Proliferation 
Die in α-Granula enthaltenen Faktoren (z.B. VEGF, PDGF, FCF, EGF und IGF) 
initiieren die Angiogenese, indem sie die Permeabilität, Rekrutierung, Wachstum 
und Proliferation von Endothelzellen beeinflussen (Knighton et al. 1982). 
Gleichzeitig induzieren sie die Migration der ruhenden Fibroblasten aus dem 
angrenzenden Gewebe (Ehrlich 1995, Serini and Gabbiana 1996). In einer ex vivo 
Studie konnte die Neoangiogenese und die Expression von VEGF, bFGF und 
PDGF in der Rattenaorta durch Thrombozytenmediatoren gezeigt werden (Brill et 
al. 2004). 
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1.4 Antimikrobielle Peptide (AMPs) 
In Laufe der Evolution haben sich in allen Organismen zwei Systeme von 
Abwehrmechanismen entwickelt. Das entwicklungsgeschichtlich ältere 
angeborene (unspezifische) Immunsystem und das später erworbene 
(spezifische) Immunsystem. Das Komplementsystem ist ein ubiquitärer 
Bestandteil des angeborenen Immunsystems und ist sowohl an spezifischen als 
auch unspezifischen Abwehrmechanismen beteiligt. Dieses System wird über 
Bakterienbestandteile oder Antikörper aktiviert und führt zur Lyse der Bakterien 
oder Aktivierung der Phagozyten. Das angeborene Immunsystem umfasst weiter 
unter anderem Entzündungs- und Gerinnungsprozesse, antimikrobielle Peptide, 
phagozytotisch aktive Zellen, sowie Einkapselungsvorgänge und bildet damit die 
erste Barriere gegen pathogene Eindringlinge. Die antimikrobiellen Peptide als 
Bestandteil des angeborenen Immunsystems bilden eine heterogene Gruppe 
kleiner Proteine mit antimikrobieller Wirkung. Diese Peptide wurden in allen 
mehrzelligen Organismen, von Pflanzen, Insekten und Amphibien bis hin zum 
Menschen, gefunden und bieten den Organismen einen konservierten 
Mechanismus zum Schutz gegen aggressive Eindringlinge. Sie besitzen ein 
weites antimikrobielles Spektrum und wirken gegen Gram-positive und -negative 
Bakterien bis hin zu Lipid-umhüllten Viren, Pilzen und Parasiten (Ganz and Lehrer 
1997, Hancock 1997, Lehrer and Ganz 1999). Selbst resistente Pathogene wie 
Methillicin-resistenter Staphyloccocus aureus (MRSA), Vancomycin-resistente 
Enterokokken (Govender et al.) und Extended Spectrum Beta Lactamase (ESBL)-
bildende Erreger werden erfasst (Hancock 1997, Harder et al. 1997). Wegen ihrer 
Funktion als Mikrobizide und Entzündungsmediatoren fungieren die AMPs zudem 
als Effektor des unspezifischen Immunsystems. Aus diesen Gründen sind die 
AMPs als potenzielle therapeutische Alternative zur Beseitigung multiresistenter 
Keime besonders interessant (Harder et al. 1997, Zasloff 2002). Die rekombinant 
hergestellten AMPs stellen möglicherweise einen Therapieansatz bei der 
Behandlung bakteriellen Infektionen dar. 
1.4.1 Struktur und Wirkungsprinzip  
AMPs sind durch ihre kurze Sequenz (11-50 Aminosäuren) und ihre positive 
Ladung der basischen Aminosäuren Arginin und Lysin charakterisiert. Weiterhin 
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wurden anionische antimikrobielle Peptiden beschrieben, die durch Abspaltung 
größeren Proteinen entstehen (Kalfa and Brogden 1999). 
Die positive Ladung der AMPs führt zu Interaktion mit den negativ geladenen 
Oberflächen von Mikroorganismen. Diese Interaktion ist ladungsabhängig und hat 
die Wechselwirkung mit der Membran der Zielzelle zur Folge (Hristova et al. 
1997). 
Ein anderes bedeutendes Kennzeichen für AMPs ist das Vorhandensein einer 
hydrophoben und eine hydrophilen Domäne in ihre dreidimensionale Struktur 
(Hancock 1997). Dieser amphipathische Charakter verleiht den AMPs die 
Möglichkeit, sich in die Phospholipidmembranen der Bakterien zu integrieren, so 
dass die hydrophobe Domäne in der Phospholipidmembran liegt und die 
kationisch geladene Domäne mit den anionischen Phospholipid-Köpfchen 
interagiert (siehe Abbildung 4) (Yang et al. 2002). Die Defensine binden dabei an 
Lipopolysaccharide der Gram-negativen Bakterien, an Polysaccharide und 
Teichonsäuren der Gram-positiven Bakterien, sowie an Phosphatidylglycerol 
Gram-negativer und -positiver Bakterien. Eine Aggregation und Komplex-Bildung 
mehrerer Defensine führt zu Ausbildung von Kanal-ähnlicher Poren (siehe 
Abbildung 4; b). Die enstandenen Poren sind von kationischen Aminosäuren 
umsäumt, so dass ein Ladungsaustausch möglich wird. Die steigende 
Permeabilität für Wasser und Ionen führt letztlich zum Zusammenbruch des 
Membranpotentials und somit zur Lyse des Mikroorganismus. Die Funktion einiger 
antimikrobieller Peptide beruht nicht auf der Ausbildung von Membranporen oder –
kanälen, sondern auf der Bindung an Membranrezeptoren oder Interaktion mit 
intrazellulären Molekülen und Rezeptoren (Shi et al. 1994). Die Toxizität 
gegenüber eukaryontischen Zellen ist gering. Der unterschiedliche Aufbau der 
Zellmembran und die geringere Ladung der eukaryontischen Zellmembran 
erschwert eine Interaktion mit AMPs (Schroder 2002). Neben der antimikrobiellen 
Wirkung besitzen einige AMPs eine Aktivität gegen Endotoxine, indem sie diese 
binden und  inaktivieren (Hirata et al. 1995). Chemisch gehören die Endotoxine zu 
den Lipopolysacchariden (LPS) und sind hitzestabiler als das aus Bakterien 
stammende LPS. 
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Abbildung 4: Lyse der Bakterien durch AMP-Porenbildung 
Die Bakterien werden sowohl von freien AMPs als auch von aus dem Gewebe exprimierten AMPs 
bekämpft (a). Kationische amphipathische AMPs binden an die Bakterienmembran (b, oben). 
Dimäre der AMPs dringen in die Membran ein (b, mitte), wodurch es zur Aggregatbildung kommt. 
Es entsteht ein hexamerer Komplex, der von kationischen Aminosäuren flankiert wird (b. unten). 
Durch die ausgebildete Pore bricht das Membranpotential zusammen und es kommt zur Lyse der 
Bakterien durch Wasser- und Ionenaustausch. 
 
AMPs können auf Grund ihrer Aminosäuresequenz, molekularen Masse und ihrer 
dreidimensionalen Struktur in drei Familien eingeteilt werden.  
1.4.2 Histatine 
Diese Vertreter der AMPs zeichnen sich durch einen vorwiegend intrazellulären 
Wirkmechanismus aus und sind durch eine Histidin-reiche Aminosäuresequenz 
charakterisiert. Die im Speichel vorkommenden Histatine sind vor allem gegen 
Pilze wirksam (Oppenheim et al. 1988). Die Histatine werden aktiv von den 
Epithelzellen aufgenommen und fördern dadurch das Hautwachstum und den 
Wundverschluss (Oudhoff et al. 2008). 
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1.4.3 Cathelicidin: LL-37/ hCAP-18 
Einziger Vertreter eines humanen Cathelicidin ist das LL-37/hCAP-18, erstmals 
1995 von (Zanetti et al.) beschrieben wurde. Die Bezeichnung hCAP-18 (human 
cationic antimicrobial peptide 18) beschreibt das Präpropeptid mit einer 
molekularen Masse von 18 kDa. AMPs der Cathelicidin-Familie zeichnen sich 
durch eine hoch konservierte N-terminale Proregion und eine weniger konservierte 
C-terminale antimikrobiell aktive Region aus. Sie werden in den sekundären 
Granula von neutrophilen Granulozyten konstitutiv gespeichert und auf Stimuli 
exozytiert und prozessiert. Hierbei wird die antimikrobiell aktive C-terminale 
Region durch Proteasen abgespalten und somit mobilisiert (Gallo and Huttner 
1998). Weiterhin wird LL-37/hCAP-18 in Epithelzellen induziert und kommt somit 
auf der Haut, im Respirationstrakt, Gastrointestinaltrakt und im Urogenitaltrakt vor 
(Golec 2007, Koczulla and Bals 2003). LL-37 besitzt eine breite antimikrobielle 
Aktivität gegenüber Gram-positiven sowie –negativen Bakterien und ist in der 
Lage die Neutrophilen, Monozyten und T-Lymphozyten chemotaktisch anzulocken 
(De et al. 2000, Turner et al. 1998). LL-37 wurde im Liquor cerebrospinalis und 
Serum von Patienten mit Meningitis gefunden. Zudem konnte die Arbeitsgruppe 
die Induktion von LL-37 in Folge einer Infektion mit Streptococcus Pneumoniae in 
Gliazellen (Astrozyten und Mikrogliazellen) von Ratten nachweisen (Brandenburg 
et al. 2008). Bei Polytraumapatienten konnte eine Expression von LL-37 im Serum 
nachgewiesen werden. Es konnte belegt werden, dass die Gelenkflüssigkeit LL-37 
enthält und diese  im inflammatorischen Zustand erhöht von Syniovialozyten 
exprimiert wird (Paulsen et al. 2002, Varoga et al. 2005a).  
1.4.4 Defensine 
Die humanen Defensine sind antimikrobielle Peptide, die hauptsächlich aus β-
Faltblatt-Strukturen bestehen und drei intramolekulare Disulfidbrücken besitzen. 
Ihre molekulare Größe liegt zwischen 3 bis 5 kDa bei einer Länge von 18 bis 42 
Aminosäuren. Defensine werden normalerweise als größere Vorläuferpeptide 
exprimiert, die sekundär in ihre reife und bakterizide Form prozessiert werden. Die 
Defensine haben ein breites antimikrobielles Spektrum: Gram-negative und -
positive Bakterien, Pilze, sowie Viren werden durch die Defensine lysiert. Der 
Mechanismus der Lyse bzw. Inaktivierung von Mikroorgansimen durch Defensine 
beruht auf der Ausbildung von Kanälen in der Membranoberfläche der 
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Mikroorganismen. Auf Grund der Position und Verknüpfung von sechs 
konservierten Cysteinresten, also der Lage der intramolekularen Disulfidbrücken, 
werden die Defensine in drei Familien eingeteilt: α-, β- und θ-Defensine (Lehrer 
and Ganz 1999, Yang et al. 2002, Zasloff 2002). 
θ-Defensine sind zirkuläre Peptide und wurden bisher ausschließlich in 
Phagozyten von Primaten entdeckt (Tang et al. 1999).  
α-Defensine besitzen eine Länge von 29 bis 35 Aminosäuren und werden primär 
von Neutrophilen synthetisiert, wodurch sie humane neutrophile Peptide (HNP) 
genannt wurden. Sie werden in Paneth-Zellen des Dünndarms und zum Teil im 
Urogenitaltrakt von Zellen des Immunsystems exprimiert (Bevins et al. 1996, 
Ouellette and Bevins 2001). Es wird angenommen, dass sich α- und β-Defensine 
aus einem β-Defensin-Vorläufergen entwickelt haben (Semple et al. 2006).  
Die humanen β-Defensine (hBD) sind zwischen 36 und 42 Aminosäuren lang und 
werden vor allem von verschiedenen Epithelien synthetisiert. Während hBD-1 
konstitutiv exprimiert wird, lässt sich die Transkription und Sekretion von hBD-2 
und hBD-3 durch verschiedene Zytokine und inflammatorische Mediatoren 
stimulieren (Bals et al. 1998a, Bals et al. 1998b, Bensch et al. 1995, Harder et al. 
1997, Selsted et al. 1993). In den letzten Jahren konnten die Defensine im 
mesenchymalen Gewebe, Knochen, Knorpel und Synoviozyten nachgewiesen 
werden (Paulsen et al. 2001, Paulsen et al. 2002, Varoga et al. 2005a, Varoga et 
al. 2009a, Varoga et al. 2008). Zudem konnte unsere Arbeitsgruppe von einer 
Induktion endogener hBD-2 und hBD-3 bei osteoarthrotischen Knorpelzellen 
berichteten (Varoga et al. 2006) 
Humanes Beta-Defensin-2 (hBD-2) 
Humanes Beta-Defensin-2 (hBD-2) ist ein wichtiges antimikrobielles Peptid mit 
einem Molekulargewicht von 4328 Da. hBD-2 wurde 1997 von (Harder et al.) in 
der Haut des Mensches erstmals beschrieben. Dieses Defensin zeigt 
insbesondere eine hohe Effektivität gegen Gram-negative, klinisch relevante 
Bakterien wie Pseudomonas aeruginosa. „Es scheint eine Expression von 
Defensin-2 in gering oder avaskularisierten Gewebe wie im Gelenkknorpel oder 
Knochen von Bedeutung zu sein“ (Varoga et al. 2005a, Varoga et al. 2008). 
Einleitung 
19 
Humanes Beta-Defensin-3 (hBD-3) 
2001 wurde das antimikrobielle Peptid humanes Beta-Defensin-3 (hBD-3) 
ebenfalls von (Harder et al.) beschrieben. HBD-3 besteht aus 45 Aminoasäuren 
und hat ein Molekulargewicht von 5155 Da. und hat eine antimikrobielle Wirkung 
gegen Staphylococcus aureus, Vancomycin-resistant Enterococcus faecium 
(Harder et al. 2001, Maisetta et al. 2006).  
Es konnte die Expression von hBD-2 und hBD-3 in Osteoblasten in vitro und 
später in vivo in einem Maus-Osteomyelitis-Modell nachgewiesen werden (Varoga 
et al. 2009a, Varoga et al. 2006, Varoga et al. 2008). 
1.5 Oxidativer Stress und Nrf2-ARE-System 
Durch Reaktionen des metabolischen Stoffwechsels in aeroben Organismen 
werden freie Radikale gebildet, welche ein oder mehrere ungepaarte Elektronen 
aufweisen. Die freien Radikale besitzen eine ausgeprägte chemische Reaktivität 
(Droge 2002). In Abhängigkeit ihres zentralen Atoms werden sie zu den reaktiven 
Sauerstoff- (Reactive Oxygen Species, ROS) oder Stickstoffverbindungen 
(Reactive Nitrogen Species, RNS) zugeordnet. Im Organismus herrscht unter 
physiologischen Bedingungen ein Gleichgewicht zwischen Radikalbildung und –
abbau.  
Bei der Produktion von ROS im menschlichen Organismus sind mehrere 
endogene und exogene Faktoren beteiligt. ROS können durch 
Autooxidationsreaktionen, enzymatische Reaktionen und Proteine, zelluläre 
Quellen bei Zellprozessen wie z.B. mitochondriale Elektronentransportkette 
(Atmungskette), mikrosomale Elektronentransportkette (Drogenoxidation) und 
Leukozyten und Makrophagen (zur Abwehr mikrobieller Erreger) entstehen. Auch 
die Umweltfaktoren z.B. Rauchen, ultraviolette Strahlung, Pestizide, 
Entzündungen, Gewebsverletzungen und Reperfusionsschäden können mit einer 
Überproduktion von ROS verbunden sein. Übersteigt die Konzentration freier 
Radikale die antioxidative Kapazität des Organismus, führt dies zum oxidativen 
Stress, einem massiven Anstieg freier Radikale und zur Zerstörung wichtiger 
Zellstrukturen (Kang K. W. et al. 2005). Daher benötigt die Zelle Mechanismen, 
um reaktive Sauerstoffspezies zu detoxifizieren. 
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1.5.1 Nrf-2-ARE-Signalweg und Nrf-2 Zielgenen 
 Phase-II-detoxifizierende und antioxidativ wirkende Enzyme bilden ein zelluläres 
Abwehrsystem gegen ROS und elektrophile Metabolite. Die Induktion dieser 
Enzyme wird durch das Antioxidant Response Element (ARE) vermittelt. Dieses 
Element befindet sich in der Promoterregion der Gene für Phase-II-Enzyme. Der 
Transkriptionsfaktor CNC-bZIP-Protein Nrf-2 (Nuclear factor (erythroid-derived 2)- 
Related Factor-2) nimmt eine Schlüsselrolle bei der Induktion der Transkription 
von ARE-abhängiger Gene als Antwort von oxidativen Stress ein (Kataoka et al. 
2001, Roth 2010). Dieser Transkriptionsfaktor ruft eine starke Aktivierung des 
ARE-Promotors hervor. 
Das humane Nrf-2 mit einem Molekulargewicht von 66,1 kDa besteht aus 590 
Aminosäuren und wird in sechs homologe Sequenzregionen, die so genannten 
„Nrf-2-ECH-homology“ (Neh)-Domänen, unterteilt (Itoh et al. 1999). Für die 
Bindung an das ARE-Element im Zellkern ist die konservierte Domäne Neh1 
beteiligt. Die Neh4- und Neh5-Domänen binden kooperativ an den Koaktivator 
c-AMP-responsive element-binding (CREB) und aktivieren damit die Transkription 
von Zielgenen. Die Serin-reiche Neh6-Domäne ist gegen Redoxreaktion 
unempfindlich und reguliert den proteasomalen Abbau von Nrf-2 in den 
oxidativ-gestressten Zellen (McMahon et al. 2004). 
Das Nrf-2 liegt im inaktiven Zustand im Zytosol mit seiner Neh2-Domäne an das 
Repressorprotein Kelch-like ECH associated Protein 1 (Keap1) assoziiert vor. 
Dadurch wird unter basalen Bedingungen das Nrf-2 im Zytosol zurückgehalten 
und seine Translokation in den Zellkern gehemmt (Itoh et al. 1999). Das Cystein-
reiche Keap1-Protein besteht aus mehreren Domänen und interagiert mit 
Aktinfilamenten des Zytoskeletts. (Kang M. I. et al. 2004). Die Bindung von Nrf-2 
an Keap1 bewirkt, dass Nrf-2 in inaktivem Zustand der Ubiquitinabhängigen 
Degradation durch das Proteasom zugeführt wird. Im Normalzustand besitzt Nrf-2 
eine Halbwertszeit von 10 bis 30 Minuten (Nguyen et al. 2003). Unter oxidativen 
Bedingungen und ROS entstehen intermolekulare Disulfidbindungen zwischen 
den beiden Keap1 Einheiten. Dies führt zu einer Konformationsänderung des Nrf-
2-Keap1-Konstrukts, wodurch das Nrf-2 freigesetzt und vom Repressor iNrf-2 
stabilisiert wird ((McMahon et al. 2003, Sekhar et al. 2002). Das freigesetzte Nrf-2 
translokiert in den Kern, wo es an das ARE-Element der Promotorregion von 
Zielgenen bindet (Wakabayashi et al. 2004). Zu diesen ARE-regulierten Proteinen 
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gehören Enzyme wie Thioredoxinreduktase-1 (TXNRD1), NAD(P)H:Chinon-
Oxidoreduktase (NQO1) oder Hämoxygenase1 (HO1) (Rushmore et al. 1991). 
1.6 Zielsetzung und Fragestellung der Arbeit  
In dieser Arbeit sollten die Wirkmechanismen von Plättchen auf Osteoblasten und 
Tenozyten näher untersucht werden. Hierbei wurden drei Kategorien, die bei der 
Knochenheilung eine wichtige Rolle spielen, näher untersucht. 
Untersuchung nach  
Antimikrobiell wirksamen Peptiden in Blutplättchen 
Einflüsse von Blutplättchen auf Osteoblasten und deren Rolle bei der Induktion 
des Transkriptionsfaktors Nrf-2 in Osteoblasten  
 Einflüsse von Blutplättchen auf Tenozyten und deren Rolle bei der Induktion des 
Transkriptionsfaktors Nrf-2 in Tenozyten 
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2 Material  
2.1 Verbrauchsmaterial 
Material Information 
Eppendorfgefäβe 1,5 und 2ml ;Eppendorf-Netheler-Hinze, Deutschland 
Falconröhrchen 15 ml/ 50ml ;Greiner Bio-One International AG, Österreich 
Objektträger Paul Marienfeld GmbH & Co. KG, Wertheim 
Serologische Pipetten Vitaris, Baar, Schweiz 
Pasteurpipetten Brand GmbH & Co. KG, Wertheim 
Pipettenspitzen  G. Kisker-Products for Biotechnologie, Steinfurt 
Petrischalen 10, 6 cm Greiner Bio-One International AG, Frinkenhausen, Österreich  
Zellkulturflaschen T-25, T-75 Greiner Bio-One International AG, Frinkenhausen, Österreich 
6-,12- und 96-Well-Platte  Greiner Bio-One International AG, Frinkenhausen, Österreich 
S-Monovetten (Koagulatin) SARSTEDT; Nümbrecht Deutschland 
96-Well EIA/RIA Platte  Coster ®, Corning Incorporated, New York, USA 
2.2 Geräte 
Geräte Information 
Agarosegelkammer Sub Cell® GT, BioRad, München, Deutschland 
CCD Camera (TEM) MORADA, Olympus,Münster, Deutschland 
FEI (PHILIPS) ESEM XL30 FEG  Environmental Scanning Electron Microscope XL 30 Field 
Emission Gun, Philips, Niederlande 
Freezer Economic; Bosch. Reutlingen, Deutschland 
Homogenisator: precelllys 24, Bertin Technologies, Frankreich 
Infinite M200 Tecan Infinite ® M200 
Inkubatoren CO2 Inkubator; New Brunswick Scientific, USA 
 Hera Cell 150; Thermo Fischer Scientific, Waltam, USA 
Luminex 100 TM Liqi Chip; Qiagen 
Bio Plex; Bio-Rad 
Luminometer GLOMAX-96 Microplate; Promega, Madison/Wisconsin, 
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USA 
Miktoroskope DMIL; Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Deutschland 
 Eclipse TS 100 Nikon GmbH, Düsseldorf, Deutschland 
Microplattenleser Infinite ® 200 PRO, Tecan 
Mikrotom pfm Slide Schlittenmikrotom; pfm AG, Köln, Deutschland 
Nano Drop1000 Peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 
Neubauer-Zählkammer Labor Optik, Friedrichsdorf, Deutschland 
Paraffingieβstation Histoembedder Paraffingieβstation; Leica, Deutschland 
Pipetten (Einkanal und Mehrkanal) Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
pH-Meter pH 522, WTW; Weilheim I, OB 
Power-Supplies PowerPac™ 300, BioRad, München, Deutschland 
PowerPac™ HC, BioRad, München, Deutschland 
Schüttler IKA M53 Basic IKA, Staufen, Deutschland 
SDS-PAGE Apparatur Mini PROTEAN® Tetra Cell, BioRad, München, 
Deutschland 
StepONE Plus real time PCR Applied Biosystem Inc. USA 
Sterilbank Holten Lamin Air; Jouna GmbH, Unterhaching, 
Deutschland  
 SterilGard, Class II Typ A/B3; The baker Company, Maine 
Transmission 
Elektronenmikroskop 
Philips EM 400T; Philips, Niederlande 
Ultrostainer LKB Bromma, Schweden 
Ultracut Reichert-Jung, Canada 
Vortexer Microspin FV-2400; BioSan,Riga, Lettland 
 Heidolph; VWR International, Wien, Österreich 
Waage (Feinwaage) ALC-Feinwaage, Sartorius AG, Göttingen, Deutschland 
Waage (Laborwaage) BL1500 Laborwaage;  
Wasserbad AquaLine AL25; Lauda, Lauda-Königshofen, Deutschland 
WB-Blotkammer, Trans-Blot SD Semy-Dry Transfer Cell, BioRad, München, 
Deutschland 
Zentrifuge (Eppendorf) Centifuge 5417R; Eppendorf, Hamburg, Deutschland 
Zentrifugen UNIVERSAL 32R; Hettich, Bäch, Schweiz 
2.3 Chemikalien 
Chemikalien Information 
Adenosine 5′-triphosphate disodium  Sigma-Aldrich, Steinheim,Deutschland 
Albumin boviene, Fraction V pH7,0; lyophil, serva, Heidelberg, Deutschlad 
Albumin EIA and RIA AppliChem GmbH, Darmstadt, Deutschland 
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Azure II MERK, Darmstadt, Deutschland 
Bisbenzimid Sigma-Aldrich, Stienheim, Deutschland 
Bromphenolblau Fluka, Schweiz 
Citronensäuremonohydrat  MERK; Darmstadt, Deutschland 
Coelenterazine 1 mg/ml in EtOH Fluka, Schweiz 
Collagen A 1mg/ml, Biochrom AG 
Collagenase TypIV-S Sigma-Aldrich, Steinheim,Deutschland 
Chloroform Carl Roth GmbH ,Co. KG, Karlsruhe, Deutschland 
Coomassie ® Brilliant Blue 250 Sigma-Aldrich, Steinheim,Deutschland 
Di-Natriumhydrogen-Na2HPO4 MERK, Darmstadt, Deutschland 
Dithithreitol DTT Sigma-Aldrich, Stienheim, Deutschland 
D(+)-Saccharose AppliChem GmbH, Darmstadt, Deutschland 
Ethanol KMF Laborchemie, Lohmar 
Ethylendiamintetraessigsäure(EDTA) Carl Roth, GmbH, Karlsruhe, Deutschland 
Formalin (37%) MERK, Darmstadt, Deutschland 
Glutaraldehyde Agar Scientific, England 
Glycerin Serva, Heidelberg, Deutschland 
Immu-Mount TM Eindeckmedium Thermo Electron Corporation, USA 
Isopropanol MERK, Darmstadt, Deutschland 
Kaiser Glyceringelatine MERK, Darmstadt, Deutschland 
Kaliumchlorid KCl 99,5% ACS, ISO, Carl Roth GmbH, Karlsruhe, Deutschland 
Kaliumdihydrogenphosphat-KH2PO4 MERK, Darmstadt, Deutschland 
β-Mercaptoethanol MERK, Darmstadt, Deutschland 
Methanol  Carl Roth, GmbH, Karlsruhe, Deutschland 
Milchpulver Carl Roth, GmbH, Karlsruhe, Deutschland 
Natriumchlorid NaCl  Carl Roth, GmbH, Karlsruhe, Deutschland 
Natriumpyrophoshat Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Osmium tetroxide OSO4 Plano, Wetzlar, Deutschland 
Paraplast Paraffin VWR, Darmstadt, Deutschland 
Propylenoxide Serva,Heidelberg, Deutschland 
Rinderserumalbumin (BSA) Serva GmbH, Heidelberg, Deutschland 
Schwefelsäure Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Shandon Xylene Substitution Thermo Fischer Scientific, USA 
Sodium pyrophosphate tetrabasic Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Spectra™ Multicolor Broad Range Protein Ladde, Fermentas GmbH, St. Leon-Rot 
Straptavidin/HRP 0,83 g/l Dako Cytomation, Dänemark 
Thrombin Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
TMB 3,3‘,5,5‘-Tetramethylbenzidine Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland  
Triton®X-100  MERK, Darmstadt, Deutschland 
Trizma ®base  Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
Tween ® 20 pure Serva,Heidelberg, Deutschland 
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Ultrostain 1 (uranyl acetate) Leica, Microsystems; Wetzlar, Deutschland 
Ultrostain 2 (lead citrate) Leica, Microsystems; Wetzlar, Deutschland 
Wasserstoffperoxid H2O2 MERK, Darmstadt, Deutschland 
2.4 Diversen Materialien 
Diversen Materialien Informamtion 
Reverse Transkriptase Fermentas GmbH, St. Leon-Rot 
SYBR ® Green PCR Master Mix Applied Biosystems Inc., USA 
Random Hexamer Fermentas GmbH, St. Leon-Rot 
Passive lysis Buffer Promega Corporation, Madison, USA 
recombinant human PDGF Rß R&D Systems, Inc, Minneapolis, MN 
2.5 Zellkulturmedien und Zusätze 
Medium/ Zusatz Informamtion 
Ampoterichin B GIBCO ® Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
Ascorbinsäure; C6H7O6 Na Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
DMEM/Ham’s F12 Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
DMEM Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
DMEM-Phenolfrei Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
FKS GIBCO ® Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
jetPRIME TM Polyplus-transfection SA, Illlirch, Frankreich 
Lipofectamine ® 2000 Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
McCoy’s 5A Medium GIBCO ® Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
Opti-MEM reduced Serum Medium GIBCO ® Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
PBS Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
PeSt Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
PSF:PeSt -Fangomycin Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
pHOB-Kultur medium DMEM-Phenolfrei, 10% FKS, 1%PSF 
SAOS-2-kulturmedium McCoy’s 5A, 15% FKS, 1% PeSt 
Tenozyten-Kulturmedium DMEM, 10% FKS, 1%PSF 
Trypanblau Fluka Analytical, Sigam-Aldrich Chemie GmbH, UK 
Trypsin (5%Trypsin-EDTA 10x) GIBCO ® Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
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2.6 Gebrauchsfertige Kits 
Kits Information 
AEC (RED) Substrate Kit Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
Alkaline Phosphatase Activity Biovision, California, USA 
BCA Protein Assay Thermo Fischer Scientific, USA 
BrdU Cell Proliferation Assay Merk Millipore, Billerica, Massachusetts, USA 
Cell Titer-Blue® Cell Viability Assay Promega Corporation, Madison, USA 
CyQunat Cell Proliferation Assay Invitrogen GmbH, Darmstadt, Deutschland 
ELISA Development Kits hBD2 PeproTech, USA 
ELISA Development Kits hBD3 PeproTech, USA 
ELISA Development Kits IL-6 PeproTech, USA 
ELISA Development Kits IL-10 PeproTech, USA 
ELISA Development Kits TNF-α  PeproTech, USA 
ELISA Duo-Set BMP-4 R&D Systems, Inc, Minneapolis, MN 
ELISA Duo-Set PDGF-BB R&D Systems, Inc, Minneapolis, MN 
ELISA Duo-Set P-Selektin R&D Systems, Inc, Minneapolis, MN 
Epoxy-Embedding Kit Sigma-Aldrich, Steinheim, Deutschland 
NucleoSpin® Plasmid QuickPure Macherey-Nagel, Düren, Deutschland 
peqGOLD TriFast TM peqlab Biotechnologie GmbH, Erlangen 
2.7 Lösungen und Puffer 
Puffer Zusammensetzung 
Bisbenzimid Stammlösung [50µg/ml]; Verbrauchslösung1:200 in PBS 
CaCl2- Puffer 50mM CaCl2 in dest. Wasser 
Citratpuffer 0,11M Natriumcitrat; pH:5,5 
3% Glytalaldehyd (GA) 12% (v/v) 25% Glytalaldehyde und 88% 0,1 M Sörensen-
Phoshpate Puffer   
ICC-Diluent Puffer  4%Konzentrat I, 6% BSA in dest. Wasser 
ICC-Blockierung Puffer  4% Schweine Serum in ICC-Diluent  
Konzentrat I (Tris HCl-Puffer) 50 mM Tris, 37 mM HCl; pH 7,6 
ELISA-Diluant  1% BSA in PBS; pH 7,2 – 7,4, 0,2µm filtriert 
ELISA-PBS  137 mM NaCl, 2,7 mM KCl, 8,1 mM Na2HPO4, 1,5 mM 
KH2PO4, pH 7,2-7,4; 0,2µm filtriert  
ELISA-Stop Solution  2 N H2SO4 
ELISA-Wasch Puffer 0,05% Tween ® 20 in PBS; pH 7,2 – 7,4 
Gel Puffer I 1,5 M Tris, 14 mM SDS, pH 6,8 
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Gel Puffer II 0,5 M Tris, 14 mM SDS, pH 6,8 
Luminometer Puffer 1 200mMTris-HCl, 15mM MgSO4, EDTA, 25mM dithithreitol 
DTT, 1mM ATP,pH 8; 0,2 mM Coenzym A, 0,2 mM 
Luciferin 
Luminometer Puffer 2 25mM Na4PPi, 10mM NaAc, 15mM EDTA, 500mM 
Na2SO4, 500mM NaCl;pH 5, 0,05mM Benzothiazol, 
0,004mM Benzyl Coelenteracin 
Paraformaldehyd (3%) 3% (w/v) Paraformaldehyd, 50% (v/v) dest.Wasser, 50% 
(v/v) PBS mit Zugabe von 1n NaOH; pH 7,2 – 7,4 
  
SDS Puffer 2 % (w/v) SDS, 20 % (v/v) Glycerol, 100 mM DL-
Dithiotreitol, 62,6 mM TrisHCl(pH 6.8), 0,005 % (v/v) 
Bromphenolblau 
Sörensen-Phosphat Puffer 13mM NaH2PO4 x H2O, 87mM Na2PO4 x 2 H2O; pH 7,4 
Stripping Puffer 70 mM SDS, 62,5 mM Tris und 115 mM β-Mercaptoethanol 
17% Sucrose Puffer 0,1 M Sörensen Phosphat Puffer,17% (w/v) Sucrose; pH 
7,4 
TBST Puffer 15,2 mM Tris-HCl, 140 mM NaCl, 1 mM EDTA,  
4,5 µM Tween20 
Tris Pffer 50 mM Trizma ® base; pH 7,6 
WB-Proben Puffer 0,64 M β-Mercaptoethanol, 140 mM SDS, 2,7 M Glycerol, 
14,5 µM Bromphenolplau, 0,125 M Tris-HCl; pH 6,8 
Zamboni-Lösung 2% Paraformaldehyd, 15% gesättigte Pikrinsäure in 0,1 M 
Phosphatpuffer; pH 7,4 
Zitronensäure Puffer 11 mM Zitronensäure; pH 6,0 
2.8 Antikörper 
Tabelle 1: Die verwendeten Primär- und Capture-Antikörper 
Spezifitä
t 
(anti-) 
Ansatz Spezies Verdünnung Hersteller 
BMP-4 ELISA maus 2µg/ml; PBS R&D Systems,Minneapolis, 
MN 
β-Aktin WB  1:500; 5%Milch inTBST SantaCruz, Heidelberg 
hBD-2 ICC 
WB 
IG 
Ziege 1:30; 1,5% BSA in Tris-Puffer 
1:250; 5%Milch inTBST 
1:25; 0,2% BSA in PBS  
SantaCruz, Heidelberg 
SantaCruz, Heidelberg 
SantaCruz, Heidelberg 
hBD-2 ELISA  0,25 µg/ml; PBS PeproTech, US 
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hBD-3 ICC, 
WB 
IG 
Kaninchen 1:30; 1,5% BSA in Tris-Puffer 
1:250; 5%Milch in TBST 
1:25; 0,2% BSA in PBS 
SantaCruz Heidelberg 
SantaCruz Heidelberg 
SantaCruz Heidelberg 
hBD-3 ELISA Kaninchen 3µg/ml; PBS PeproTech, US 
Histone 3 WB  1:1000; 5% Milch inTBST  
HO-1 WB Maus 1:250; 5% Milch inTBST Abcam, Cambridge, UK 
IL-6 ELISA Ziege 1µg/ml; PBS PeproTech, US 
IL-10 ELISA Kaninchen 1µg/ml; PBS PeproTech, US 
NQO1 WB Maus 1:500; 5% Milch inTBST Abcam,Cambridge, UK 
Nrf-2 WB Maus 1:250; 5% Milch inTBST Abcam, Cambridge, UK 
P-
Selektin 
ELISA Maus 2.0 µg/ml; PBS R&D Systems, Inneapolis, 
MN 
TNMD ICC 
IF 
 1:40; 1,5% BSA in Tris-Puffe 
1:40; 1,5% BSA in Tris-Puffe 
SantaCruz Heidelberg 
SantaCruz Heidelberg 
TGF-β ELISA Maus 2µg/ml; PBS R&D Systems, Inneapolis, 
MN 
TNF-α ELISA Maus 1µg/ml; PBS PeproTech, US 
VEGF ELISA Maus 4 µg/ml; PBS R&D Systems, Inneapolis, 
MN 
VEGF ICC 
IF 
 1:30; 1,5% BSA in Tris-Puffe 
1:30; 1,5% BSA in Tris-Puffe 
SantaCruz, Heidelberg 
Dako; Heidelheim 
TXNRD1 WB Kaninchen 1:2000; 5% Milch inTBST Abcam, Cambridge, UK 
 
Tabelle 2: Die verwendeten Sekundärantikörpern 
Spezifitä
t 
(anti-) 
Ansatz Spezies Verdünnung Detektion Hersteller 
hBD-2 ELISA Ziege 0,5 µg/ml; 0,05% Tween, 
0,1% BSA in PBS 
Biotin PeproTech, US 
hBD-3 ELISA Kaninchen 0,25 µg/ml; 0,05% Tween, 
0,1% BSA in PBS 
Biotin PeproTech, US 
BMP-4 ELISA Maus 1 µg/ml; 1% BSA in PBS Biotin R&D Systems, 
MN 
IL-6 ELISA Zieg 0,25 µg/ml; 0,05% Tween, 
0,1% BSA in PBS 
Biotin PeproTech, US 
IL-10 ELISA Kaninchen 0,5µg/ml; 0,25 µg/ml; 0,05% 
Tween, 0,1% BSA in PBS 
Biotin PeproTech, US 
Kaninche
n 
WB Ziege  1:10.000; TBST HRP Cell Signaling; 
USA 
Maus WB Ziege 1:20.000; TBST ROD Sigma, 
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IgG Deutschland 
PDGF-
BB 
ELISA Ziege 400 ng/ml; 1% BSA in PBS Biotin R&D Systems, 
MN 
P-
Selektin 
ELISA Schaf 20 ng/ml Biotin R&D Systems, 
MN 
TGF-ß1 ELISA Huhn 300 ng/ml Biotin R&D Systems, 
MN 
hVEGF ELISA Ziege 400 ng/ml; 1% BSA in PBS Biotin R&D Systems, 
MN 
TNF-α ELISA Ziege 0,25 µg/ml Biotin PeproTech, US 
2.9 Primer 
Tabelle 3: Verwendete Primer für real time RT-PCR 
Primer Sequenz Amplifikat Hersteller 
h 18S for: TCA ACT TTC GAT GGT AGT CGC C  
rev: ATG TGG TAG CCG TTT CTC AGG C 
134 bp MWG, Ebersberg 
Deutschland 
    
h B2M for: TGCTGTCTCCATGTTTGATGTATCT 
rev: TCTCTGCTCCCCACCTCTAAGT 
 MWG, Ebersberg 
Deutschland 
    
COL IA1  
 
 Qiagen, Hilden 
HO-1 for: CAG TGC CAC CAA GTT CAA GC 
rev: GTT GAG CAG GAA CGC AGT CTT 
112 bp MWG, Ebersberg, 
Deutschland 
    
NQO-1 for: GGT TTG AGC GAG TGT TCA TAG G  
rev: GCA GAG AGT ACA TGG AGC CAC 
129 bp MWG, Ebersberg, 
Deutschland 
    
Nrf-2 for: TCCAGTCAGAAACCAGTGGAT 
rev: GAATGTCTGCGCCAAAAGCTG 
 
 MWG, Ebersberg, 
Deutschland 
    
Scx   Qiagen, Hilden 
    
TNMD   Qiagen, Hilden 
    
h VEGF   Qiagen, Hilden 
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2.10 Mikroorganismen bei der PDT-Analyse 
Tabelle 4: Die verwendeten Mikroorganismen bei der PDT-Analyse 
Stämme  Information 
B. megaterium ATCC 14581; Bacillus megaterium , Gram-positiv 
E. coli ATCC 11303; Escherichia coli, Gram-negativ 
E. faecalis ATCC 29212; Enterococcus faecalis, Gram-positiv 
K. pneumoniae ATCC 13883; Klebsiella pneumoniae, , Gram-negativ 
P. mirabilis ATCC 21100; Proteus mirabilis, Gram-negativ 
P. aeruginosa ATCC 10145; Pseudomonas aeruginosa, Gram-negativ 
S. pyogenes ATCC 12344; Streptococcus pyogenes, Gram-positiv 
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3 Methoden 
3.1 Votum der Ethikkommission  
Die Studie wurde von der Ethikkommission der RWTH Aachen genehmigt (EK 
116/10). Für die Studie lag eine schriftliche Einwilligungserklärung von allen 
Blutspendern vor. Bei allen anderen Probanden wurden die Thrombozyten-
Konzentrate als Untersuchungsmaterial genutzt. Im Rahmen der Studie wurden 
die Patienten anonymisiert. Die Isolierung der humanen Osteoblasten erfolgte 
ebenfalls nach einer Einverständniserklärung von Patienten vor dem Operation-
Eingriff (EK 135/09 und EK 071/10). Das humane Sehnen-Material wurde aus 
Achillessehnen der Körperspender postmortal entnommen. 
3.2 Präparation der Plättchenreiches Plasma (PRP) und 
Plättchenarmes (Platelet Poor Plasma, PPP)  
3.2.1 Herstellung aus Vollblut 
Aus einem Spender wurden bestimmte Volumina Blut aus einer Armvene in ein 
Citratröhrchen entnommen. Das Vollblut wurde für 30 min bei 200 x g und 37 °C 
zentrifugiert (sieheAbbildung 5; a), wodurch drei Phasen entstanden (b). Die 
untere Phase enthielt die Erythrozyten und Monozyten, die Intermediärphase 
entsprach dem Leukozytenfilm oder Buffy-Coat. Die obere Phase, das Plasma, 
enthielt die leichten Thrombozyten. Diese Phase wurde abgenommen (c) und 
nochmal bei 2000 x für 10 min zentrifugiert (d). Der Überstand, das 
Plättchenarmen Plasma (PPP), wurde abgenommen. Die pelletierten 
Thrombozyten (Pfheil) wurden mit einem Zehntel des Volumens des Initial-
Vollbluts resuspendiert. Es entsteht Plättchenreiches Plasma (PRP).  
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Abbildung 5: Herstellung von PRP aus Vollblut 
3.2.2 Aphärese Präparation 
Bei der Thrombozytenaphärese wurde das Blut aus einer Armvene entnommen. 
Die Thrombozyten wurden mittels eines sogenannten „Zellseparators“ von den 
restlichen Blutbestandteilen getrennt. Zum Überprüfen und Messen der 
Plättchenkonzentration wurden 1,5 bis 3 ml des Materials separat entnommen. 
Diese Schritte erfolgten in der Transfusionsmedizin der RWTH-Aachen. Die 
anonymisierten Proben wurden uns zum Zweck der Durchführung der 
vorliegenden Studie zur Verfügung gestellt. Für die Herstellung von 
unterschiedlichen Thrombozytenfraktionen wie z.B. PRP und PRGF mussten die 
Thrombozyten bis zu ihrer in vitro Aktivierung im inaktiven Zustand gelagert 
werden. Dies führte zu einem minimalen Verlust an Plättchen-Inhaltstoffen 
während der Prozedur. Hierfür wurden bestimmte Kriterien berücksichtigt: 
− Es wurden immer frische Thrombozytenkonzentrate verwendet, die nicht 
älter als 12 h waren.  
− Sie wurden bei 25 – 37 °C auf dem Schüttler gelage rt. 
− Die Waschschritte erfolgten im Citratpuffer mit einem pH-Wert von 5,5. 
− Die Zellen wurden möglichst wenig mechanisch belastet  
(vortexen vermieden, langsames Pipettieren, Zentrifugationsgeschwindigkeit unter 
2000 x g). Um die Thrombozyten bis zum 8-fachen zu konzentrieren, wurden 2 ml 
Thrombozy-tenkonzentrat für 10 min bei 2000 x g und 37 °C zentrifugiert. Das 
halbe Volumen vom Überstand wurde als PPP abgenommen und das Zellpellet 
wurden im restlichen Plasma (1ml) resuspendiert. Die Resuspension wurde als 
PRP bezeichnet. 
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3.3 PRGF 
Zur Herstellung von Plasma-freien Zellen, wurde nach der ersten Zentrifugation 
das PPP vollständig abgenommen und das Pellet 2 Mal mit Citratpuffer 
gewaschen. Nach dem zweiten Waschschritt wurden die Zellen in 1 ml PBS bzw. 
Zellkulturmedium resuspendiert und anschließend aktiviert. Die Aktivierung führte 
zur Freisetzung von Wachstumsfaktoren, Peptiden und Proteinen. Um die 
Zellbestandteile zu entfernen, wurden die Plättchen nach der Aktivierung für 1 min 
bei 18000 x g zentrifugiert. Der Überstand wurde als Platelet-released Growth 
Factors (PRGF) bezeichnet. Zum einen wurden im PRGF, das mit PBS hergestellt 
wurden, antimikrobielle Peptide und osteoinduktive Proteine untersucht und zum 
anderen wurde PRGF, das mit Kulturmedium hergestellt wurde, als Stimulus in 
Zellkulturen verwendet. 
3.4 Zellkultur  
3.4.1 Humane Osteoblasten (SAOS-2-Zellen) 
Die Sarcoma Osteogenic- oder SAOS-2-Zellline, „ Osteoblast-like-cells“, stammt 
aus einem Osteosarkom eines 11 jährigen Mädchens und wurde 1973 von (Fogh 
et al.) etabliert. Diese adhärenten Zellen zeigen hohe osteoblastäre Eigenschaften 
(sieheAbbildung 6). Die Kultivierung dieser Zellen erfolgte im MC’Coys-Medium 
mit einem Zusatz an 15 % FKS und 1 % Penicillin und Streptomycin (PeSt). 
 
Abbildung 6: SAOS-2-Zellen 
Die SAOS-2 unter dem Phasenkontrastmikroskop; Aufgenommen mit dem 10x (a) und 40x (b)-
Objektiv 
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3.4.2 Humane primäre Osteoblasten 
Die humanen Osteoblasten wurden aus dem Femur von Patienten mit einer 
Femurkopf- bzw. Femurhalsfraktur isoliert, die zu einem Einsatz einer Total-Endo-
Prothese (TEP) geführt hatte. Das Knochenmaterial wurde aus der Klinik für 
Orthopädie und Unfallchirurgie, Uniklinikum Aachen, unter Berücksichtigung der 
ethischen Richtlinien entnommen. Die Knochenmaterialien wurden auf Eis in 
einem mit PBS gefüllten Gefäß transportiert. Die Präparation erfolgte in steriler 
Umgebung unter der Sterilbank. Die Spongiosa wurde mittels Knochenzange in 
einer Kulturschale bis auf eine Fragmentgröße von 1 x 1 x 2 mm zerkleinert. Um 
das Knochenmark zu entfernen, wurden diese Stücke drei-Mal mit PBS 
gewaschen und anschließend in eine Kulturschale transferiert. Nach Zugabe des 
Mediums für primäre Osteoblasten wurden die Fragmente unter 
Standardbedingungen inkubiert. Das Kulturmedium wurde regelmäßig gewechselt 
bis die adhärenten Zellen um die Knochenfragmente herauswuchsen (siehe 
Abbildung 7). Anschließend wurden die Knochenfragmente entfernt. 
Sobald der Zellrasen eine 70 %-ige Konfluenz erreichte, wurden die Zellen mittels 
Trypsin abgelöst und in eine neue Kulturflasche überführt. Für die Versuche dieser 
Arbeit wurden die Osteoblasten als Passage drei bis fünf eingesetzt. 
 
Abbildung 7: Humane primäre Osteoblasten 
Primäre humane Osteoblasten (pHOB) unter dem Phasenkontrastmikroskop. Die Pfeile zeigen die 
nach 10 Tagen aus den Knochenfragmenten (KF) ausgewanderten pHOB-Zellen. Aufgenommen 
mit dem 20x-Objektiv 
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3.4.3 Humane primäre Tenozyten 
Die humanen Tenozyten stammen aus Körperspendern des Anatomischen 
Instituts der RWTH Aachen. Im unfixierten Zustand wurden Proben aus der 
Achillessehne entnommen. Die Sehnenproben wurden nach der Exzision mit  PBS 
gewaschen. Die weiteren Präparationsschritte wurden unter sterilen Bedingungen 
im Labor durchgeführt. Das anliegende Gewebe wurde entfernt. Das Sehnenstück 
wurde zerkleinert und anschließend in Gegenwart vonTrypsin bei 37 °C für 5 min 
verdaut. Die Stücke wurden gewaschen und auf einer Petrischale platziert. Die 
Kultivierung erfolgte zunächst in DMEM-Medium unter Zugabe von einem Prozent 
Penicillin-Streptomycin-Fungicin (PSF) und 50 % FKS bis die Zellen aus dem 
Gewebe auswanderten (siehe Abbildung 8). Danach wurden die Gewebestücke 
entfernt und die Konzentration an FKS auf 10 % reduziert. Der Mediumwechsel 
erfolgte alle drei Tage. Nach einer drei wöchigen Kultivierung erreichten die Zellen 
eine Konfluenz von 70 bis 80 % und es konnte anschließend eine Passagierung 
der Zellen erfolgen. Für die Versuche dieser Arbeit wurden die Tenozyten in der 
Passage zwei bis vier eingesetzt. 
 
Abbildung 8: Humane primäre Tenozyten 
Tenozyten unter dem Phasenkontrastmikroskop. Ausweachsten aus dem Gewebe (Achillessehne; 
a) und langgezogener Tenozyt bei der Mitose (b). Aufgenommen mit einem 10x- bzw. 40x-
Objektiv. 
3.4.4 Primäre Ratten-Tenozyten 
Da eine Durchführung der Versuche mit humanen Tenozyten auf Grund 
beschränkter Anzahl und Erhaltungszustand von Körperspendern limitiert war, 
wurde für die Vorversuche dieser Studie die Isolierung der Zellen aus der 
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Achillessehne der Ratte zwei bis drei Tage postnatal vorgenommen. Hierfür wurde 
im sterilen Zustand die Achillessehne freipräpariert und gewaschen. Das 
Achillessehnenresektat wurde für 5 min in Trypsin bei 37 °C verdaut. Die Stücke 
wurden gewaschen und in einer Kulturschale platziert. Die Kultivierung erfolgte 
zunächst in DMEM-Medium unter Zugabe von einem Prozent PSF sowie 50 % 
FKS bis die Zellen aus dem Gewebe auswanderten. Danach wurden die 
Gewebestücke entfernt und die Konzentration an FKS innerhalb von 3 Tagen 
schrittweise auf 10 % reduziert (1.Tag 40 %, 2.Tag 25 % und 3.Tag auf 10 % FKS) 
(siehe Abbildung 9). Weiter erfolgte der Mediumswechsel alle drei Tage. Nach 
einer zwei bis drei wöchigen Kultivierung erreichten die Zellen eine Konfluenz von 
70 bis 80 % und es erfolgte anschließend eine Passagierung der Zellen. Für die 
Versuche dieser Arbeit wurden die Tenozyten in Passage zwei bis vier eingesetzt. 
 
Abbildung 9: primäre Tenozyten aus Ratten-Achillessehne  
Tenozyten unter dem Phasenkontrastmikroskop. Auswachsen aus dem Sehnen-Gewebe (SG) (a) 
und nach der erte Passagierung (b). Die Zellen wurden aus Achillessehne der Ratten 
Aufgenommen mit einem 10x Objektiv; Postnatal; 2.Tag 
3.4.5 Humane Keratinozyten (HaCaT-Zellen) 
Als Ersatz für native Keratinozyten diente die immortalisierte humane 
Keratinozytenzelllinie, die HaCaT-Zellen. Diese Zellen speichern das humane β-
Defensin (Seo et al. 2001). In der vorliegenden Arbeit dienten die HaCaT-Zellen 
bei den immunzytochemischen Nachweismethoden von Defensinen als 
Positivkontrolle. Die Kultivierung dieser adhärenten Zellen erfolgte in DMEM-
Medium mit 10 % FKS und einem Prozent PeSt. Nachdem die Zellen eine 
Konfluenz von 70 bis 80 % erreichten, wurden sie passagiert. 
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3.4.6 Einfrieren und Auftauen von Zellen 
Zur längeren Lagerung von Zelllinien wurden diese bei -196 °C im Stickstofflager 
aufbewahrt. Dazu wurden die Zellen durch Trypsinisierung abgelöst und für fünf 
Minuten bei 1500 x g zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen und die Zellen 
in 2 ml entsprechendem Medium mit 10 % Dimethylsulfoxid (DMSO) 
resuspendiert, das die Bildung von Eiskristallen verhinderte (Boxberger 2006) 
Anschließend wurden die Zellen in einem Einfrierboy über Nacht bei -70 °C 
langsam bei einer Abkühlung von einem Grad Celsius pro Minute eingefroren. Am 
folgenden Tag wurden die Zellen in das Stickstofflager überführt.  
Zur Verwendung der Zellen für die Versuche wurden die Zellen in den 
Kryokonserven aus dem Stickstofflager geholt und bei 37 °C kurz aufgetaut. 
Danach wurde die Zellsuspension in ein 15 ml Falconröhrchen überführt und es 
erfolgte die Zugabe von 8 ml Kulturmedium. Zur Entfernung des DMSO wurden 
die Zellen drei Mal bei 1500 x g für fünf Minuten zentrifugiert und anschließend in 
frischem Medium resuspendiert. Nach dem letzten Waschschritt wurden die Zellen 
in eine frische T75-Zellkulturflasche überführt. Primäre Zellkulturen aus Gewebe 
wurden nicht eingefroren. 
3.4.7 Kultivierung und Passagieren von Zellen 
Die Kultivierung der Zellen erfolgte im Brutschrank (Hera Cell 150; Thermo Fischer 
und CO2 Inkubator; New Brunswick) bei 37 °C, 5 % CO 2-Partialdruck und 95 % 
gesättigter Wasserdampfatmosphäre. Die Zellpassagierung erfolgte nach einem 
Waschschritt der Zellen mit PBS, um Reste des FKS auszuwaschen. 
Anschließend erfolgte die Zugabe von 0,05 %-igem Trypsin/EDTA in PBS zum 
Ablösen der Zellen. Die Zellen wurden für drei bis sechs Minuten im Brutschrank 
bis zum Zustand der Ablösung inkubiert. Die optische Kontrolle erfolgte am 
Lichtmikroskop. Durch Zugabe von serumhaltigem Medium wurde die 
proteolytische Reaktion des Trypsins gestoppt. Die Zellsuspension wurde für fünf 
Minuten bei 1250 x g abzentrifugiert. Das Pellet wurde im frischen Kulturmedium 
resuspendiert, verdünnt oder nach dem Zählen in entsprechender Dichte in der 
Kulturflasche ausgesät und weiter kultiviert. 
Methoden 
38 
3.4.8 Bestimmung der Zellzahl 
Durch die Bestimmung der Zellzahl war es möglich, bei den durchgeführten 
Versuchen reproduzierbare eine definierte Zellmengen einzusetzen. Die Zellzahl 
wurde mittels einer Neubauer-Zellkammer bestimmt. Unter dem Mikroskop wurden 
vier große Eckquadrate ausgezählt, die wiederum in 16 kleinere Quadrate 
unterteilt waren. Jedes große Quadrat hatte eine Fläche von 1 mm 2. Bei einer 
Tiefe von 0,1 mm betrug das Volumen über einem großen Quadrat 0,1 mm 3 bzw. 
0,1 µl. 
Zellanzahl/ml =(Zellzahl aus vier Großquadrate)/ 4 x 10 4 
Gesamtzellanzahl = Zellanzahl/ml x Volumen der Zellsuspension [ml]. 
Bei der Berechnung der Gesamtzellzahl musste gegebenenfalls noch der 
Verdünnungsfaktor der Zellsuspension berücksichtigt werden. Zur Überprüfung 
der Viabilität wurde die Zellsuspension in einem Verhältnis von 1:2 mit dem 
Farbstoff Trypanblau verdünnt. Dieser Farbstoff diffundierte in die nicht vitalen 
Zellen hinein und färbte diese unter dem Phasenkontrast-Mikroskop bläulich an. 
Die lebenden Zellen erschienen im Mikroskop leuchtend hell (Schmitz 2007). 
3.4.9 Stimulation der Zellen mit PRGF 
Abhängig von dem Versuch wurden die Zellen in einer bestimmten Zelldichte in 
einer frischen Kulturflasche ausgesät. Nach einer 24-stündigen Kultivierung in 
Vollmedium wurde das Medium durch FKS-reduziertes Medium ersetzt und bis zu 
12 h weiter kultiviert. Dies verhinderte die Proliferation der Zellen, ermöglichte 
aber weiterhin eine hohe Zellvitalität während des Versuchs. Die Stimulation 
erfolgte unter Zugabe von unterschiedlichen Konzentrationen an PRGF zum 
Medium (siehe Tabelle 5). Die Konzentrationen entsprachen dabei den 
Thrombozytenmediatoren aus einer bestimmten Anzahl von Thrombozyten (TA). 
In jedem Versuch dienten die Zellen ohne PRGF-Zugabe in gleichen 
Kultivierungsbedingungen als Kontrollgruppen. 
Um die mögliche vorhandene exogene VEGF in Überstand der Osteoblasten 
nachzuweisen, wurde die endogene VEGF-Expression in Osteoblasten gehemmt. 
Die Zellen wurden parallel zu PRGF mittels Translationshemmer Cyclohexamide 
(Chx) behandelt. Hierfür wurden 2 h vor Beginn der Simulation dem FKS-
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redizierten Medium 5 µM Chx zugegeben. Es folgte eine Kultivierung unter Chx-
Gabe, mit und ohne PRGF. Die gemessenen Proteine in Zellüberstand der Chx-
Gruppe entsprechen dem falsch-positiven Ergebnis auf Grund von vorhandenen, 
von Plättchen freigesetzten Faktoren. Diese Werte wurden von der Parallel-
Gruppe, welche nicht mit Chx behandelt wurden, abgezogen. Das Ergebnis ist der 
tatsächlich  Menge an zu ermittelnden Faktor. 
Tabelle 5: Thrombozytenanzahl (TA) bei verschiedenen prozentuellen PRGF-
Konzentrationen 
 
3.4.10 Scratch-Test 
Für die Wundheilung spielt die Motilität der Zellen eine wichtige Rolle. Im 
sogenannten „scratch Test“ oder in-vitro Wundheilungs-Test wurde eine 
konfluente Zellschicht aufgekratzt und dann mikroskopisch verfolgt, wie schnell die 
erzeugte Lücke wieder geschlossen wurde. 
Hierfür wurden 250.000 SAOS-2-Zellen bzw.150.000 Tenozyten auf einer 30 mm 
Kulturschale ausgesät und dort unter Standardbedingung bis zum Erreichen der 
Konfluenz mindestens 24 h kultiviert. Sie wurden anschließend für 12 h in FKS-
reduziertem Medium weiter inkubiert. Mittels einer sterilen 0,4 x 25 mm Kanüle 
wurden mehreren „Wunden“ im Monolayer eingebracht. Dafür wurde die Spritze 
unter leichtem Druck quer durch den Zellrasen gezogen. Um die zerstörten Zellen 
zu entfernen, wurde die Kulturschale zwei Mal mit PBS gewaschen. Die 
„verwundete“ Kultur wurde über sechs Stunden mit konditioniertem Medium mit 10 
%igem PRGF in FKS-reduziertem Medium stimuliert. Die Inkubation erfolgte in 
einer Nikon BioStation IM mit einem Inkubator und einer CCD-Kamera. 40 min vor 
Versuchsbeginn wurde der Inkubator aufgeheizt, das Mikroskop eingeschaltet und 
die CO2-Flasche geöffnet. Für die Aufnahmen wurden die Stellen mit sauberem 
Schnittrand und gleichmäßiger Schnittfurche ausgewählt. Die Positionen wurden 
mit Hilfe des Live-Bildes angefahren, fokussiert, abgespeichert und über sechs 
 PRGF (%) TA x 106/ml  
 100 2400  
 20 480  
 15 360  
 10 240  
 5 120  
 2,5 60  
 1 12  
Methoden 
40 
Stunden jede fünf Minuten fotografiert. Als Kontrolle diente in gleicher Weise eine 
nicht stimulierte Kultur. Die Serienbilder wurden zusätzlich als Video dokumentiert. 
3.4.11 CyQuant Zellproliferation-Assay 
Mit dem CyQuant ®-Assay Kit wurde eine sensitive Analyse zur Messung der 
Gesamt-DNA und Ermittlung der Zellzahl mittels eines Fluoreszenzfarbstoffes 
(CyQuant GR dye) nach erfolgter Zelllyse genutzt. Für die Messung wurden die 
Zellen in einer 96-Well-Platte kultiviert. Nach der Behandlung wurde das Medium 
entfernt und die Zellen mit PBS gewaschen. Die Platte mit den Zellen wurde zu 
einer verbesserten Lyse für eine Stunde bei -70 °C gelagert. Die Arbeitslösung 
(CyQuant GR Working Solution) bestand aus einem mit Wasser 20-fach 
verdünnten Lysepuffer (Cell lysis Buffer Stock Solution) und dem darin 400-fach 
verdünnten Fluoreszenzfarbstoff. Zu den aufgetauten Zellen wurde je Well 200 µl 
Arbeitslösung hinzupipettiert. Durch die Bindung des Fluoreszenzfarbstoffs an die 
Nukleinsäuren bildete sich ein Farbstoff-DNA-Komplex aus, der bei einer 
Extension von 480 nm zu einer Emission bei 520 nm führte. Die gemessene 
Fluoreszenz korrelierte linear mit der Zellzahl in einem Bereich von 50 – 50.000 
Zellen. Aus der Proportionalität des Messsignals zur Zellanzahl konnte ein 
Kalibriergerade ermittelt werden  
3.4.12 BrdU Zellproliferation-Assay 
Zur Berurteilung des Einflusses von PRGF auf die Zellproliferation, wurde die 
Proliferationsrate der Zellen mittels eines BrdU-Zellproliferation-Assay (Merk 
Millipore, Billerica, Massachusetts, USA) ermittelt. Bromdesoxyuridin (BrdU) 
konnte von der Zelle aufgenommen und in phosphorylierter Form anstelle des 
Nukleotids Desoxythymidintriphosphat (dTTP) während der S-Phase des 
Zellzyklus in die neu synthetisierte DNA eingebaut werden. Der Nachweis von 
BrdU, und somit der Nachweis von einer erfolgter DNA-Synthese, erfolgte durch 
die Anwendung spezifischer Antikörper gegen BrdU und anschließender Detektion 
dieser Komplexe. 
Für die Messung wurden die Zellen in einer 96-Well-Platte kultiviert. Nachdem die 
Zellen adhähierten, wurden sie mit unterschiedlichen Konzentrationen an PRGF 
behandelt. Anschliessend wurde der BrdU-Marker 1:2000 mit frischen Medium 
verdünnt und 20 µl zu jedem Well hinzugegeben. Nach einer Inkubationzeit von 2 
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bis 24 Stunden wurde das Medium durch 200 µl Fixative/Denaturing-Lösung (im 
Kit erhalten) ersetzt und für weitere 30 min inkubiert. 100 µl verdünnter anti-BrdU-
Antikörper (Verdünnung 1:100 in Antikörper-Diluent) wurde zu jedem Well 
hinzugegeben und für eine Stunde inkubiert. Die Detektion der Antikörper erfolgte 
über 100 µl HRP-konjugierten Sekundärantikörper (verdünnt 1:2000 in Conjugate 
Diluant). Nach einer 30-minütigen Inkubation wurde 100 µl Fluorogenic Substrate 
(Verdünnung 1:10 in Fluorogenic Peroxide-Lösung) in die Wells hinzugegeben. 
Nach einer weiteren 30 Minuten Inkubation wurden die Wells drei Mal mit Wasch-
puffer und ein Mal mit dest. Wasser gewaschen. Durch Zugabe von 100 µl Stop-
Lösung wurde die Reaktion gestoppt. Das Signal wurde fluorometrisch (325 Ex/ 
420 Em) mit Hilfe des Infinite ® M200 detektiert. Sämtliche verwendete Lösungen 
und Reagenzien waren im Kit erhalten. Als Hintergrundkontrolle dienten zwei 
zellfreie Wells mit Reagenz und als Negativkontrolle dienten zwei Wells, die nicht 
mit BrdU markiert wurden.  
 
3.4.13 Cell Titer-Blue Zellviabilität-Assay 
Zur Ermittlung geeigneter Konzentrationen der Testsubstanzen für die 
Experimente wurde das Cell Titer-Blue ® Reagenz verwendet. Dieses Reagenz 
enthielt den blauen Redoxfarbstoff Resazurin, das nach Zugabe zu den Zellen von 
metabolisch aktiven Zellen in den pinkfarbenen, fluoreszierenden Farbstoff 
Resorufin umgesetzt wurde.  
Für den Test wurden 10.000 Zellen pro Well in einer 96-Well-Platte mit 
Vollmedium für 18 h kultiviert. Dann wurde das Medium durch FKS-reduziertes 
Medium ersetzt. Nach einer weiteren 12 h Inkubation wurden die Zellen mit 
unterschiedlichen Konzentrationen von Testsubstanz stimuliert. Nach Ablauf der 
Stimulationszeit wurde das Reagenz im Verhältnis 1:5 direkt auf die Zellkultur 
pipettiert. Die Messung des Signals erfolgte nach einer Inkubationszeit von eins 
bis vier Stunden. Das Fluoreszenzsignal und der Farbumschlag entsprachen der 
Menge an gebildetem Resorufin und waren direkt proportional zur Anzahl der 
aktiven Zellen. Das Signal wurde fluorometrisch (560 Ex/ 590 Em) mit Hilfe des 
Infinite ® M200 detektiert. Als Hintergrundkontrolle dienten zwei zellfreien Wells mit 
Reagenz. Für die Auswertung wurde von den Rohdaten der Leerwert subtrahiert 
(Wtats.). Die relative Zellviabilität wurde nach folgender Formel berechnet: 
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Zellviabilität relativ =  Wtats. behandelte Zellen / Wtats. Kontrollgruppe 
3.4.14 Transiente Transfektion 
Bei dem pGL3.17[luc2/Neo]-Plasmid der Firma Promega (Madison, WI, USA) 
handelte es sich um einen speziellen Reportergenvektor von 5,6 kb Länge. Direkt 
nach der multiple cloning site (MCS) lag das modifizierte und synthetisch 
hergestellte Luciferasegen des Leuchtkäfers Photinus pyralis. Die Klonierung des 
antioxidative response element (ARE) in die MCS des Vektors ermöglichte eine 
Nrf-2/ARE abhängige Luciferase-Expression. Das Plasmid pGL3-ARE wurde zur 
Untersuchung der ARE-Aktivität verwendet. Die klonierte ARE-Region enthielt 
eine Bindestelle für den Transkriptionsfaktor Nrf-2. Die Aktivierung des Response-
Elements konnte anhand der Aktivität der nachgeschalteten Luciferase 
nachgewiesen werden.(Wruck et al. 2007). Der Restriktionsverdau des pGL3.17-
Plasmids erfolgte als Doppelverdau mit KpnI und NheI (Schnittstellen: 19 & 28). 
Der geschnittene Vektor wurde mit dem NucleoSpin® Plasmid QuickPure Kit 
(Macherey-Nagel, Düren) vom Restriktionsinsert getrennt und auf gereinigt. Das 
erfolgreich ligierte Konstrukt wurde anschließend in E. coli transformiert, positive 
Klone gepickt, amplifiziert und über eine Mini-Präparation aufgereinigt. Für eine 
Normierung der anschließenden durchgeführten Transkriptionsversuche erfolgte 
eine Co-Transfektion der Zellen mit dem Plasmid pRL Renilla Luciferase Reporter 
Vectors der Firma Promega (Madison, WI, USA). Die Aktivität dieses 
Reportergens ist somit unabhängig vom verwendeten Stimulus. Sie zeigte den 
allgemeinen Zustand der Zellpopulation und war ein Maß für die 
Transfektionseffizienz. Für das End-Produkt pGL3-ARE/Renila Plasmid wurden 
die beide Plasmide mit einem Verhältnis von 1:5 mit einer End-Konzentratioon von 
zusammen gemischt. 
 
3.4.15 Transfektion von Zellen 
jetPRIME TM 
Zur transienten Transfektion von Osteoblasten wurde das Transfektionsreagenz 
jetPRIME TM (Polyplus-transfection SA, Illkirch, Frankreich) verwendet. Die 
positivgeladenen Aminogruppen des Reagenzes umschlossen die 
negativgeladene DNA und erleichterten somit die Passage durch die 
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Zellmembran. Der Plasmid-DNA-jetPRIME TM-Komplex wurde durch Endozytose 
ins Lysosom aufgenommen. Die pH-Werterhöhung des Lysosomenkompartiments 
durch alkalisches jetPRIME-Reagenz inhibierte die lysosomalen Nukleasen. Die 
SAOS-2-Zellen wurden im Kulturmedium in einer Zellkulturplatte in einer 
entsprechenden Dichte ausgesät, sodass sie nach ca. 24 h Inkubationszeit eine 
Konfluenz von 70 % aufwiesen. Plasmid-DNA wurde mit jetPRIMETM-Puffer 
verdünnt, für 10 s gevortext und anschließend mit jetPRIMETM-
Transfektionsreagenz versetzt. Es folgte eine weitere Durchmischung für 10 s 
mittels Vortex und eine Inkubation von 10 min bei RT. Das DNA-jetPRIME-
Gemisch wurde tropfenweise zu den kultivierten Zellen in das FKS-freie 
Kulturmedium hinzugegeben. Nach sechs Stunden Inkubationsdauer unter 
Kulturbedingungen wurden die Zellen für weitere Stimulationen und Behandlungen 
verwendet.  
Lipofectin TM 2000,  
Zur transienten Transfektion der Tenozyten wurde das Transfektionsreagenz 
Lipofectamin TM 2000 verwendet. Die positivgeladenen Aminogruppen des 
Reagenzes maskierten die negativgeladenen Phosphatgruppen der DNA-
Moleküle. Der entstandene Plasmid-DNA-Lipofectamin-Komplex wurde von den 
eukaryontischen Zellen aufgenommen (Lindl and Gstraunthaler 2008). Die 
primären Tenozyten wurden im Kulturmedium in einer Zellkulturplatte in einer 
entsprechenden Dichte ausgesät, sodass sie nach ca. 24 h Inkubationszeit eine 
Konfluenz von 90 % aufwiesen. Für die Transfektion wurde ein Verhältnis von 
Plasmid [µg] zu Transfektionsreagenz [µl] von 1:3 gewählt. Das Lipofectin-
Reagenz wurde in Opti-MEM ® I Reduced Serum Medium 1:25 verdünnt. Nach 
einer fünfminütigen Inkubationszeit bei RT wurde die Plasmid-DNA hinzugegeben 
und das Gemisch für weitere 20 Min. bei RT inkubiert. Der DNA-Lipofectin-Mix 
wurde zu den kultivierten Zellen, welche kurz vor der Transfektion in Serum- und 
Antibiotika-freiem Medium (DMEM-Medium) kultiviert wurden, zugegeben. Nach 
fünfstündiger Inkubationsdauer unter Kulturbedingungen wurden die Zellen für 
weitere Stimulationen verwendet.  
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3.4.16 Stimulation der transfizierten Zellen 
Für die Stimulation der transfizierten Zellen mit PRGF wurden am Vortag 104 
Zellen pro Well in einer 96-Well-Kulturplatte ausgesät. Nach 24 h wurden die 
Zellen mit unterschiedlichen Konzentrationen an PRGF behandelt. Als Kontrolle 
dienten unbehandelte Zellen. Die Stimulationszeit betrug drei Stunden. Nach 
Beendigung der Stimulation wurde das Medium abgenommen und nach einem 
Waschschritt mit PBS wurden die Zellen mit Passive Lysis Buffer (PLB, Promega) 
lysiert. Dazu wurde der PLB 1:5 mit PBS verdünnt und pro Well 60 µl 
hinzupipettiert. Die Platte wurde für 20 min auf dem Schüttler bei RT inkubiert und 
anschließend bis zur Luciferase-Assay-Analyse (siehe Seite 44) bei -20 °C 
gelagert. 
3.4.17 Dual Luciferase Reporter-Assay 
Zur Quantifizierung der ARE-Promotor-Aktivität wurde die Aktivität des 
Reportergens Luciferase in den mit pGL3-ARE/Renila-transfizierten Zellen 
gemessen. Der Duale Luciferase Reporter-Assay ermöglichte die gleichzeitige 
Messung von zwei individuellen Reporterenzymen in nur einem System. Durch die 
Verwendung von zwei unterschiedlichen Substraten wurde bei einer Probe zuerst 
die Aktivität der Firefly-Luciferase bestimmt und anschließend die Renilla-
Luciferase. Zur Messung der Luciferase-Expression wurde nach dem Protokoll 
des P/Rluc assays systems von Hampf & Gossen (Hampf and Gossen 2006) zur 
kombinierten Photinus und Renilla Luciferase-Quantifizierung verfahren. Mit der 
angesetzten P/Rluc-A-Lösung wurde die Aktivität der Photinus-Luciferase 
ermittelt. Das Enzym katalysierte die Umsetzung des Substrates D-Luciferin in 
Gegenwart von molekularem O2, ATP und Mg2+ zu Oxyluciferin und CO2. Dabei 
wurde Licht mit einer Wellenlänge von 562 nm emittiert, das im Luminometer 
gemessen werden konnte. Durch Zugabe der angefertigten Lösung P/Rluc-B 
wurde das Signal der Renilla-Luciferase erfasst. Dieses Enzym katalysierte die 
Umsetzung von Coelenterazin in Gegenwart von molekularem O2 zu 
Coelenteramid, wobei Licht mit einer Wellenlänge von 466 nm emittiert wurde 
(Clark et al. 2009). Die Messung der Luciferase-Aktivitäten erfolgte in einer weißen 
96-Well-Mikrotiterplatte im GLOMAX TM 96 Microplate Luminometer. Dazu wurden 
pro Well 50 µl der Zelllysate verwendet. 
Die Expression der Firefly Luciferase aus Photinus pyralis wurde zuerst durch 
Methoden 
45 
Injektion von 50 µl der Lösung P/Rluc-A quantifiziert. Die gemessene 
Lichtemission war proportional zur exprimierten Luciferase-Menge und wurde als 
Maß für die ARE-Promoter-Aktivität angesehen (Lottspeich and Engels 2006). 
Anschließend wurde die Expression der Renilla-Lucifersae aus Renilla reniformis 
durch Injektion von 50 µl der Lösung P/Rluc-B quantifiziert. Zur Normalisierung 
des Dualen Reportergen-Assays wurde das Verhältnis zwischen den 
Lumineszenzsignalen der Firefly- und der Renilla-Luciferase gebildet. 
3.5 Mikrobiologische Methoden  
3.5.1 Platendiffusionstest (PDT)  
Um die Wirksamkeit der Thrombozytenfraktionen und des Vollblutes auf 
Mikroorganismen zu untersuchen, wurde die PDT-Analyse verwendet. Auf Grund 
der limitierten mikrobiologischen Einrichtungen wurde dieser Test 
freundlicherweise von unserem unserem Kooperationspartner Prof. Dr. Rainer 
Podschun im mikrobiologischen Institut der UKSH-Campus Kiel durchgeführt. 
Dazu wurden die Agarplatten mit einem gleichmäßig suspendierten 
Testorganismus ausgestrichen. Die getesteten Mikroorganismen in dieser Studie 
sind in Tabelle 4 aufgelistet. 10 µl Testlösung, Vollblut bzw. 
Thrombozytenfraktionen, wurden in der Oberfläche ausgestanzten Löcher mit 
einem Durchmesser von 2,5 mm pipettiert. Nach einer über Nacht Inkubation der 
Platten ließ sich bei einer erfolgreichen antimikrobiellen Wirkung eine Hemmzone 
um die aufgetragene Testlösung feststellen (siehe Abbildung 10). Der 
Durchmesser dieses Hemmhofes war der Wirksamkeit und Konzentration der 
antimikrobiellen Substanz proportional. Hierfür wurde 500 ng/µl Lysozym als 
Positivkontrolle und 0,01 % Essigsäure als Negativkontrolle verwendet.  
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Abbildung 10: Plattendiffusionstest 
Plattendiffusionstest zur Bestimmung der Empfindlichkeit von Keimen gegenüber der 
antimikrobiellen Substanzen. Der Hemmhof weist auf die Wirksamkeit der Substanzen gegen die 
Bakterienstämme hin. 
3.6 Histologische Analysen 
3.6.1 Präparation und Fixierung der Zellen 
Thrombozyten 
Um die Expression von Defensinen und BMPs in Thrombozyten darzustellen, 
wurden immunzytochemische Analysen durchgeführt. Hierfür wurden die 
Plättchen zwei Mal mit Citratpuffer gewaschen, um das Plasma zu entfernen. Die 
Zellen wurden in einer Konzentration von 109/ml in PBS resuspendiert. 107 
Plättchen (ca. 10 µl) wurden auf einen Objektträger mit einer geraden Glaskante 
aufgestrichen und an der Luft getrocknet und anschließend mit Zamboni-Lösung 
für 10 min fixiert. Danach wurden sie drei Mal mit PBS gewaschen und bis zum 
Start der Reaktion bei 4 °C in einer Feuchtkammer g elagert. 
HaCaT-Zellen 
Die immunzytochemische Analyse dieser Zelllinie wurde zur Detektion von 
antimikrobiellen Peptiden hBD-2 und hBD-3 als Positivkontrolle für die Expression 
von Defensinen durchgeführt. Hierfür wurden die Zellen auf einem 12 mm 
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Deckgläschen kultiviert und mittels Zambonie-Lösung für 15 min fixiert. Die Zellen 
wurden drei Mal mit PBS gewaschen und bis zum Start der Reaktion bei 4 °C in 
einer Feuchtkammer gelagert 
Osteoblasten 
Die Immunzytochemie wurde bei den Osteoblasten, sowohl bei den SAOS-2- als 
auch bei den pHOB-Zellen, zur qualitativen Darstellung der VEGF-Expression 
nach Behandlung mit PRGF angewandt (siehe Seite 38). Hierfür wurden Zellen in 
einer 24-Well-Platte auf 12 mm Deckgläschen kultiviert. Nach einer dreistündigen 
Stimulation wurden die Zellen gewaschen und anschließend 15 min mit 4 % 
neutral gepufferter Formalin-Lösung fixiert. Die Zellen wurden drei Mal mit PBS 
gewaschen und bis zum Start der Reaktion bei 4 °C i n einer Feuchtkammer 
gelagert. 
Tenozyten 
Zur Detektion der Expression von Tenomodulin, ein Marker für Tenozyten, wurde 
die Immunzytochemie angewandt. Für diese Nachweismethode wurden die Zellen 
in Passage 2 verwendet. Hierfür wurden die Zellen in einer 24-Well-Platte auf 12 
mm Deckgläschen für 24 h kultiviert. Danach wurden die Zellen gewaschen und 
anschließend 15 min mit 4 % neutral gepufferter Formalin-Lösung fixiert. Die 
Zellen wurden drei Mal mit PBS gewaschen und bis zum Start der Reaktion bei 4 
°C in einer Feuchtkammer gelagert. 
3.6.2 May-Grünwald-Färbung 
Zur histologischen Darstellung der Blutzellen wurde die May-Grünwald-
Färbemethode durchgeführt. Hierfür wurde ein Tropfen von ca.10 µl verdünnten 
Blutes mit einer geraden Glaskante auf den Objektträger ausgestrichen und an der 
Luft getrocknet. Die Ausstriche wurden für drei Minuten mit der May-Grünwald-
Lösung inkubiert und anschließend mit destilliertem Wasser abgespült. Zum 
Ablaufen der Färbelösung wurden die Schnitte für weitere drei Minuten mit 
destilliertem Wasser bedeckt. Anschließend wurden die Präparate 15 Minuten 
lang mit der Giemsa-Lösung angefärbt und danach mehrmals mit destilliertem 
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Wasser gespült. Die Ausstriche wurden an der Luft getrocknet und mit De Pex 
eingedeckt.  
3.6.3 Immun-Peroxidase- Färbemethode 
Bei der Immunzytochemie erfolgte der Nachweis eines Proteins in der Zelle durch 
eine Antigen-Antikörper-Bindung. Zuerst wurde die endogene Peroxidaseaktivität 
in einer 3 %igen H2O2–Methanol-Lösung unter Lichtausschluss für 15 min 
blockiert. Eine Mikrowellenbehandlung bei 90 Watt für 15 min in Citratpuffer diente 
der Demaskierung der Antigene. Anschließend wurden die Präparate für 30 min 
abgekühlt. Die unspezifischen Bindestellen wurden durch eine Inkubation von 30 
min in Schweinserum blockiert.  
Die Präparate wurden mit einem in 1,5 % BSA in Tris-Puffer verdünnten 
spezifischen Primärantikörper über Nacht bei 4 °C i nkubiert (siehe Tabelle 1). Die 
Objektträger wurden mit in ICC-Dilluent verdünnten Sekundärantikörper für 30 min 
bei RT inkubiert (siehe Tabelle 2). Durch die Zugabe eines Peroxidase-
konjugierten Streptavidin-Komplexes konnte unter Lichtausschluss sich das 
Streptavidin an das Biotin anlagern und einen Detektionskomplex ausbilden. 
Jedem Schritt folgte ein dreimaliger Waschschritt zu fünf Minuten mit Tris-Puffer. 
Durch ein geeignetes chromogenes Substrat für die Peroxidase entstand ein 
Farbprodukt, das nach Umsatz durch die gekoppelte HRP an dieser Stelle 
präzipitierte und schließlich die Antigen-Antikörper-Bindung visualisierte. Hierfür 
wurde eine 10 minütige Inkubation mit dem Peroxidase Substrat-AEC-Kit 
durchgeführt. Nach drei Mal fünf Minuten Waschen mit destilliertem Wasser fand 
eine Gegenfärbung mit Hämatoxylin für 30 sek statt. Die Schnitte wurden kurz 
gewässert und mit Kaisers Glyceringelatine eingedeckelt.  
3.6.4 Indirekte Immunofluoreszenz 
Bei der indirekten Immunofluoreszenz erfolgte der Nachweis der Antigen-
Antikörperbindung durch einen Fluorochrom-markierten Sekundärantikörper. Die 
fixierten Zellen wurden mit 0,5 % (v/v) Triton X-100 in Tris-Puffer permeabilisiert. 
Nach drei mal fünf Minuten Waschen mit Tris-Puffer wurden die unspezifischen 
Bindungen durch eine einstündige Inkubation in 1,5 % BSA in Tris-Puffer blockiert. 
Anschließend wurden die Zellen mit in 1,5 % BSA verdünnten Primärantikörper 
über Nacht bei 4°C inkubiert (siehe Tabelle 1). Nac h dreimaligem Waschen 
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wurden die Schnitte mit den entsprechend in ICC-Diluent verdünnten 
Sekundärantikörper, der mit Cys-3- oder Cys-5-Fluorphore gekoppelt war (siehe 
Tabelle 2), für eine Stunde bei RT unter Lichtausschluss inkubiert. Die 
Kernfärbung erfolgte unter Lichtausschluss für 15 Minuten mit Bisbenzimid, das 
1:200 mit PBS verdünnt wurde. Die Präparate wurden drei mal fünf Minuten mit 
destilliertem Wasser gewaschen und anschließend mit Immu-Mount eingedeckelt 
und im Dunkel verwahrt. 
3.6.5 Immunogold-Markierung 
Zur Ermittlung der ultrastrukturellen Lokalisation der Defensine in Thrombozyten 
wurden diese durch das Immunogold-Verfahren markiert und mittels TEM 
durchsucht und aufgenommen. Dieses Verfahren wurde von der 
elektronenmikroskopischen Einrichtung des Instituts für Pathologie am 
Universitätsklinikum Aachen angefertigt. Hierfür wurden die Zellen nach der 
Fixierung eingebettet und Ultradünnschichschnitte angefertigt (siehe Seite 56). Die 
Fixierlösung wurde kurz vor Gebrauch durch Mischen von 3 %igem 
Parafomaldehyd (PFA) und 2 %igem Glutaraldehyd (GA; 400 µl 25 % GA in 5 ml 3 
% PFA) angesetzt. Zur Blockierung von freien Aldehydgruppen wurden die 
Schnitte mit 50 mM NH4CL in PBS dreimal 10 min inkubiert. Die Schnitte wurden 
für fünf Minuten mit PBS gewaschen und anschließend zur Blockierung der 
unspezifischen Bindestellen für 30 min mit 3 % BSA und 5 % Serum in PBS 
inkubiert. Nach drei Mal 10 min waschen mit Inkubationspuffer, bestehend aus 0,2 
% BSA in PBS, wurden die Schnitte mit verdünnten Primärantikörper für zwei 
Stunden bei RT inkubiert (siehe Tabelle 1). Vor der Inkubation mit dem 
Sekundärantikörper wurden die Proben sechs Mal fünf Minuten mit 
Inkubationspuffer gewaschen. Der mit Gold konjugierte Sekundärantikörper wurde 
1:25 in Inkubationspuffer verdünnt verwendet. Die Inkubation erfolgte für eine 
Stunde bei RT. Die Proben wurden sechs Mal fünf Minuten mit PBS gewaschen 
und für drei Minuten mittels 3 %iger Glutaraldehyd-Lösung fixiert und 
anschließend fünf Mal drei Minuten gewaschen. Nach einer Trocknungszeit von 
mindestens 30 min wurden die Schnitte mit Hilfe eines 
Transmissionselektronenmikroskops Philips Ema 400 T bei 60kV und einer 
Olympus CCD-Camera Morada fotografiert.  
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3.7 Proteinbiochemische und molekularbiologische 
Methoden 
3.7.1 Trennung von Zytosol- und Kernproteinen 
Nach der Behandlung der Zellen wurde das Medium entfernt, gewaschen und mit 
500 µl Lysis Puffer A (siehe 2.7) versetzt. Anschließend wurden die Zellen mittels 
eines Zellschabers von den jeweiligen Gewebekulturschalen gelöst und je in ein 
Reaktionsgefäß überführt. Nach einer zehnminütigen Inkubation auf Eis wurden 
die Proben für eine Dauer von weiteren 10 min bei 950 x g und 4 °C pelletiert. Der 
Überstand enthielt die Proteine des Zytosols und wurde abgenommen und bei -20 
°C gelagert. Das entstandene Pellet wurde auf Eis i n 187 µl Lysis-Puffer B (2.7) 
resuspendiert und mit 13 µl 4,6 M Natriumchlorid (NaCl) versetzt. Die gelösten 
Proben wurden jeweils in ein CK-14 Precelly-Röhrchen überführt und bei 5.000 
rpm für fünf Sekunden mit Hilfe des Precellys 24 Homogenisators homogenisiert. 
Anschließend wurden die Proben für 30 Minuten auf Eis inkubiert und danach 
erneut bei 4 °C und 24.000 x g für 20 Minuten zentr ifugiert. Der Überstand mit den 
Kernproteinen wurde abgenommen und bei -20 °C gelag ert. Während der 
gesamten Prozedur wurden die Proben auf Eis gelagert und verarbeitet. 
3.7.2 Bestimmung der Proteinkonzentration 
Proteinbestimmung nach Bradford 
Die Verwendung der Bradford-Methode zur Bestimmung der Proteinkonzentration 
ermöglichte eine Nachweisgrenze zwischen 0,05 - 0,5 µg/ml. Für die Analyse 
wurde das Bradford-Reagens 1:5 mit Wasser verdünnt. Zu jeweils 10 µl Probe 
oder Stanadard wurden 990 µl des verdünnten Bradford-Reagens 
hinzuzugegeben und gut gemischt. Nach einer 20-minütigen Inkubation bei RT 
wurden die Proben im Photometer bei 595 nm gemessen (Bradford 1976). Die 
Konzentration der Proteine wurde mittels Standardgerade ermittelt.  
Proteinbestimmung mittels BCA 
Die Verwendung der BCA-Methode ermöglichte eine Nachweisgrenze von 0,1 - 1 
µg/ml. Zur Bestimmung der Proteingehalte von Zelllysaten wurde das kommerziell 
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erhältliche BCA Protein Assay-Kit der Firma Thermo Scientific verwendet. 10 µl 
der Proben und Standards wurden im Duplikat in einer Mikrotiterplatte vorgelegt. 
Das BCA-Reagenz (A) und die Kupferlösung (B) wurden im Verhältnis 50(A):1(B) 
gemischt und 200 µl der Gebrauchslösung wurde zu den Proben oder Standards 
hinzugegeben. Durch die vorhandenen Aminosäuren Tyrosin, Tryptophan, Cystein 
und Cystin wurden die Cu2+ Ionen zu Cu+ reduziert und es bildete sich ein 
Kupferkomplex mit der Bicinchoninsäure (BCA) aus. Nach einer 30-minütigen 
Inkubation bei 37 °C erfolgte der Farbumschlag von Grün nach Violett. Die 
Absorption wurde bei 562 nm mit Hilfe des Tecan Infinite ® M200 gemessen 
(Smith et al. 1985, Wiechelman et al. 1988). Die Konzentration der Proteine wurde 
mittels Standardgrade ermittelt. 
3.7.3 SDS-Polyacrylamidgelelektrophorese 
Western Blot-Analyse 
Zum Nachweis einer möglichen Expression von humanen β-Defensinen in 
Thrombozyten wurde eine Western Blot-Analyse durchgeführt. Dazu wurden die 
freigesetzten Wachstumsfaktoren aus Thrombozyten in PRGF untersucht. 
Weiterhin sollte eine qualitative Darstellung der Translokation von Nrf-2 in den 
Zellkern und ein qualitativer Nachweis der Expression der ARE-Ziel-Proteine und 
VEGF im Zytosol der Zellen nach PRGF-Behandlung erfolgen. 
Für die beiden letzten Schritte wurden die SAOS-2- und pHOB-Zellen sowie 
Tenozyten nach der Behandlung mit PRGF lysiert. Die Kern- und Zytosol-Proteine 
wurden isoliert (siehe Seite 50) und bis zur Durchführung der Analyse bei -20 °C 
gelagert. 
Bei der Western Blot-Analyse wurden die Proteine mit der immunzytochemischen 
Methode nach (Towbin et al.) detektiert. Dazu wurde der Proteingehalt der Lysate 
mittels BCA-Kit (siehe Seite 50) ermittelt. Eine definierte Menge von Proteinen (30 
µg Zytosol- bzw. 15 µg Kernprotein pro Reihe) wurde mit Probenpuffer verdünnt 
und für fünf Minuten bei 95 °C inkubiert. Anschließ end wurden die Proben auf 
einem 10 bzw.12,5 %igen SDS-Polyacrylamidgel aufgetragen. Die Proteine 
wurden entsprechend ihrem Molekulargewicht 30 bis 40 Minuten bei konstanten 
180 V aufgetrennt. Anschließend wurden die Proteine mit Hilfe einer Blotting-
Kamer (Biorad) auf eine Polyvinylidenfluorid (PVDF) Membran 60 bis 70 Minuten 
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bei konstanten 0,56 A transferiert. Um die freien Bindungsstellen auf der Membran 
zu blockieren, wurde die Membran 60 min in Blockpuffer inkubiert. Danach wurde 
die Membran mit gegen das Zielprotein spezifischen Antikörper-Lösung über 
Nacht bei 4 °C inkubiert. Nach drei 10-minütigen Wa schschritten wurde die 
Membran 60 min mit dem Meerrettichperoxidase (HRP)-konjugierten 
Sekundärantikörper gerichtet gegen die Spezies des Primärantikörpers inkubiert. 
Nach weiteren Waschschritten erfolgte der Nachweis durch eine 
Chemilumineszenzreaktion mittels eines enhanced chemiluminescence (ECL)-Kits 
(Millipore). Die Chemilumineszenz wurde mittels eines Röntgenfilms nach 
unterschiedlichen Expositionszeiten detektiert. Die Membranen wurden nach der 
Detektion mit TBST gewaschen und für den Nachweis einer Ladekontrolle 
aufbewahrt.  
Strippen von Western Blot Membranen 
Um die relativen Mengen des Zielproteins abzuschätzen, wurde eine 
Ladekontrolle durch einen Nachweis eines konstitutiv exprimierten Proteins 
durchgeführt. Zur Entfernung gebundener Antikörperkomplexe von der Blot-
Membran (Stripping) wurde eine 15-minütige Inkubation bei 60 °C in Roti ®-Free 
Stripping-Puffer (Roth) durchgeführt. Nach zweimaligem Waschen in TBST für 20 
min wurden die Membranen geblockt. Als Ladekontrolle für Zytosolproteine wurde 
ein Antikörper gegen β-Aktin und für Kernproteine ein Antikörper gegen Histon-3 
angewendet. 
Die Banden der Western Blot-Analyse wurden densitometrisch mit dem Programm 
Quantity One Basic (Bio-Rad, USA) quantifiziert. 
3.7.4 Enzyme-linked immunosorbent assay (ELISA) 
Die ELISA-Methode (enzymgekoppelter Immunadsorptionstest) ermöglichte durch 
hohe Spezifität und Sensitivität eine quantitative Bestimmung löslicher Proteine 
und Peptide. Bei der Methode des Sandwich-ELISA wurden zwei unterschiedliche 
Antikörper verwendet. Beide Antikörper bindeten an unterschiedliche Epitope des 
Zielproteins. Zuerst wurde der Fangantikörper an der Festphasenoberfläche 
(ELISA-Platte; Costar ®, Corning Incorporated, New York, USA) immobilisiert 
(siehe Tabelle 1). Nach dreimaligem Waschen der Platte mit Waschpuffer wurden 
die unspezifischen Bindungen durch Blockpuffer (1% BSA in PBS) für zwei 
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Stunden bei RT blockiert. Nach wiederholten Waschschritten wurden die Proben 
und die Standards im Duplikat in die Wells pipettiert und über Nacht bei 4 °C 
inkubiert und anschließend gewaschen. Danach wurden die Proben zwei Stunden 
mit dem Primärantikörper bei RT inkubiert und wieder gewaschen. Auf Grund der 
Bindung des Antigen-Antikörperkomplexes an die Platte wurden alle 
ungebundenen Matrixbestandteile durch die Waschschritte entfernt. Es folgte die 
Zugabe von biotinyliertem Sekundärantikörper (siehe Tabelle 2) und eine 
zweistündige Inkubation bei RT mit anschließendem Waschzyklus. Durch eine 30-
minütige Inkubation mit HRP-gekoppeltem Streptavidin wurde die Detektion mittels 
einer enzymatischen Reaktion durchgeführt, bei der das farblose Substrat TMB 
zum gelben Chromogen umgesetzt wurde. Diese Reaktion konnte durch Zugabe 
von H2SO4 gestoppt werden. Die entstandene farbige Produktmenge wurde 
photometrisch bei 450 nm gemessen, die proportional zur ursprünglichen 
Antigenmenge war. Anhand der Kalibiergeraden wurde die Konzentration der 
Proben bestimmt. 
3.8 RNA-Isolierung 
Die Gesamt-RNA für die Genexpressionsanalyse mittels quantitativer real time-
RT-PCR wurde mit Hilfe des peqGOLD ® Trifast (Peqlab)-Kits aus den Zellen 
extrahiert. Dazu wurden 5 bis 6x106 Zellen nach der Behandlung mit einem 
Milliliter peqGOLD ® Trifast bei RT für fünf Minuten inkubiert. Zur besseren 
Erkennung des Pellets bei geringen zu erwartenden RNA-Konzentrationen wurden 
4,7 µl Glykogen pro Probe hinzupipettiert. Durch Hinzugabe von 0,2 ml Chloroform 
wurde das Extraktionsgemisch komplettiert. Das Gemisch wurde für 15 Sekunden 
per Hand geschüttelt und danach 5 min bei RT inkubiert. Eine Zentrifugation bei 
12.000 g, 10 min bei 4 °C führte zur vollständigen Phasentrennung. Die RNA-
haltige obere wässrige Phase wurde zur Präzipitation der RNA in ein neues 
Reaktionsgefäß überführt und mit 500 µl Isopropanol versetzt. Nach einer 10-
minütigen Inkubation bei RT und anschließender Zentrifugation bei 20.000 g, 30 
min bei 4 °C wurde das RNA-Pellet zwei Mal mit 75 % igem Ethanol gewaschen 
und 10 min bei 12.000 g bei 4 °C zentrifugiert. Das  restliche Ethanol wurde 10 min 
bei RT luftgetrocknet. Anschließend wurde die RNA in 20 µl RNase-freiem Wasser 
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resuspendiert und für 10 min bei 55 °C inkubiert.  
Die RNA-Konzentration wurde mittels UV-Vis Spektralphotometer NanoDrop 2000 
bestimmt. Die isolierte RNA konnte bei -70 °C gelag ert werden. 
3.8.1 Reverse Transkriptase-PCR  
Vor der cDNA-Synthese wurden mögliche DNA-Kontaminationen der RNA durch 
einen DNA-Verdau entfernt. Zu diesem Zweck wurden die Proben jeweils in einem 
einheitlichen Reaktionsansatz zusammenpipettiert (siehe Tabelle 6) und bei 37 °C 
für 15 min. inkubiert. Zur Deaktivierung der DNAse wurde nach der Inkubation 1 µl 
Stopplösung hinzugefügt und 10 min bei 65 °C inkubi ert. Nach dem DNA-Verdau 
folgte die cDNA-Synthese durch Zugabe von 2 µl Random Hexamer (RH 200 ng) 
und einer fünfminütigen Inkubation bei 70 °C. Ansch ließend wurde ein Mastermix 
hinzugefügt, der einen Puffer für die Reverse Transkriptase und die dNTPs 
enthielt (siehe Tabelle 7). Nach einer fünfminütigen Inkubation wurde zu dem 
Gemisch ein µl Reverse Transkriptase hinzugegeben und die Reaktion im 
Thermocycler initiiert. Hierbei inkubierten die Proben zunächst 10 min bei 25 °C, 
dann 60 min bei 42 °C und anschließend 10 min bei 7 0 °C. Die fertige cDNA 
konnte bei -20 °C bis zu vier Wochen gelagert werde n. 
Tabelle 6: Zusammensetzung des Reaktionsansatzes für den DNA-Verdau 
Reaktinsansatz für den DNA-Verdau  
RNA (gelöst in Wasser) 7 µl 
DNase Puffer (10x reaction buffer) 1 µl 
DNase 1 µl 
Gesamtvolumen 9 µl 
Tabelle 7: Zusammensetzung Mastermix für die cDNA-Synthese 
Mastermix für cDNA-Synthese  
5 X reaction buffer 4 µl 
dNTP Mix 10mM 2 µl 
Destilliertes Wasser 1 µl 
Gesamtvolumen 7 µl 
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3.8.2 quantitative real time-RT-PCR  
Die zur RNA komplementäre cDNA diente als Matrize für die Synthese 
doppelsträngiger DNA-Sequenzen und anschließender Detektion der 
synthetisierten Menge an cdsDNA mittels eines fluoreszierenden Farbstoffes. Bei 
dieser Synthese hybridisierte ein sequenzspezifisches Primerpaar mit einer 
bestimmten Region der cDNA. Während der Elongation wurde dieser spezifische 
DNA-Abschnitt exponentiell vermehrt. Die Quantifizierung erfolgte mithilfe des 
DNA-Farbstoffs SYBR ® Green I. Dieser interkalierte mit der doppelsträngigen 
DNA. Zur Bestimmung einzelner Zielgene wurden pro Reaktionsansatz die in 
Tabelle 8 zusammengefasste Volumina eingesetzt. Als Matrize dienten 70 - 100 
ng synthetisierte cDNA aus den Osteoblasten- oder Tenozytenzellen. 
Tabelle 8: Zusammensetzung des Reaktionsansatzes der real time-RT-PCR: MWG 
Reaktionsansatz der real time RT-PCR: MWG  
RNase freies Wasser 2,00 µl 
Primer forward (100 µM) 0,75 µl 
Primer reverse (100 µM) 0,75 µl 
SYBR ® Green I 7,50 µl 
Template (cDNA) [75-120 ng/µl] 4,00 µl 
Gesamtvolumen 15,00 µl 
Tabelle 9: Zusammensetzung des Reaktionsansatzes der real time-RT-PCR: Qiagen 
Tabelle 10: Standard real time-PCR-Programm 
Phasen Temperatur Zeit   
Initiale Denaturierung : 95 °C 10 Minuten   
Denaturierung: 95 °C 45 Sekunden   
Annealing: 60 °C 30 Sekunden  40-45 
Zyklen 
Elongation: 72 °C 1 Mnute   
Abschließende Elongation: 72 °C 7 Minuten   
Schmelzkurve: 60 – 95 °C    
Reaktionsansatz der real time RT-PCR: Qiagen  
RNAse freies Wasser 2,0 µl 
Primer Qiagen 1,5 µl 
SYBR ® Green I 7,5 µl 
Template (cDNA) [75-120 ng/µl] 4,0 µl 
Gesamtvolumen 25,0 µl 
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3.9 Zellmorphologie und mikroskopische Analysen 
3.9.1 Rasterelektronenmikroskopie (Pschyrembel) 
Zur Erfassung der Morphologie der Thrombozyten nach Aktivierung wurden von 
der elektronenmikroskopischen Einrichtung des Instituts für Pathologie am 
Universitätsklinikum Aachen Rasterelektronenmikroskopische (Pschyrembel)-
Bilder aufgenommen. Für die REM-Aufnahmen wurden die Zellen mit drei Prozent 
Glutaraldehyd in 0,1 M Sörensen-Phosphat-Puffer fixiert. Danach wurden sie in 
einer aufsteigenden Alkoholreihe (30, 50, 70, 90, 3 x 100 %) dehydriert und in 
Kohlendioxid (CPD 010,critical point dryer Balzers Union, FL) am kritischen Punkt 
getrocknet. Die getrockneten Proben wurden mit Gold (SCD 500 sputter-coater 
Leica Microsystems, Wetzlar, Deutschland) beschichtet („sputter-coating“) und mit 
dem Elektronenmikroskop ESEM XL 30 FEG (FEI Philips, Eindhoven, 
Niederlande) unter Hochvakuum und einer Beschleunigungsspannung von 10 kV 
analysiert.  
3.9.2 Transmissionselektronenmikroskopie (TEM) 
Zur morphologischen und Gold-markierten Darstellung zelluläre Bestandteile der 
Thrombozyten vor und nach der Aktivierung wurden von der 
elektronenmikroskopischen Einrichtung des Instituts für Pathologie am 
Universitätsklinikum Aachen Emissionselektronenmikroskopische (TEM)-Bilder 
angefertigt. Für die TEM-Aufnahmen wurden die Zellen chemisch mit drei Prozent 
Glutaraldehyd in 0,1 M Sörensen-Phosphat-Puffer fixiert. Nach 24 h wurden die 
Zellen mit Sörensen-Phosphat-Puffer gewaschen. Es folgte eine Inkubation für 
eine Stunde mit einprozentiger Osmiumtetroxid (OSO4) in 17 % Surcrose-Puffer. 
Anschließend wurden die Proben mit Wasser gewaschen und durch eine 
Alkoholreihe (30, 50, 70, 90, 3 x 100 %) und Propylenoxid (100 %) dehydriert. 
Zum Schluss wurden die Proben in Epon eingebettet. Die Polymerisierung des 
Einbettungsmediums fand in einer acht-stündigen Inkubation bei 37 °C und 56-
stündiger Inkubation bei 60 °C statt. Die Erstellun g der Ultradünnschnitte mit einer 
Schnittdicken von 70 - 100 nm erfolgte am Ultramikrotom. Die Schnitte wurden 
mittels Uranylacetat-Lösung kontrastiert. Die Analyse erfolgte mittels Philips Ema 
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400 T bei 60 kV. Die Mikrographen wurden mit einer Olympus CCD-Camera 
Morada aufgenommen.  
3.10 Darstellung und statistische Auswertung der Daten 
Zur graphischen Darstellung und statistischen Auswertung der Daten wurde das 
Programm GraphPad Prism 5 (La Jolla, CA, USA) verwendet. Dargestellt wurden 
die Mittelwerte mit Standardfehler der Messdaten. Als statistischer Test wurden 
One way ANOVA gefolgt vom Dunnet-Posttest durchgeführt.  
Ergebnisse 
58 
4 Ergebnisse 
4.1 Thrombozytenaktivierung und Charakterisierung des 
PRGFs 
Die Thrombozytenkonzentrate (TKs) wurden in der Blutbank der RWTH-Aachen 
aus Spenderblut isoliert und die Konzentration als Blutbestandteilen bestimmt. Die 
durchschnittliche Konzentration an Thrombozyten lag bei 12,26 ± 0,74 x 105 /µl. 
Zur Herstellung des PRPs bzw. PRGFs wurden die TKs durch einen 
Zentrifugationsschritt zweifach aufkonzentriert, um eine 8 bis 10 fach höhere 
Konzentration an Thrombozyten im Vergleich zur Initialkonzentration im Vollblut zu 
erreichen. Im Rahmen dieser Dissertation sollten für die in vitro Untersuchungen 
die plasmafreien Mediatoren, welche aus Thrombozyten frei gesetzt wurden, als 
Stimulus verwendet werden. Hierfür sollten zunächst die TK auf ihre Inhaltsstoffe 
untersucht werden.  
4.1.1 Aktivierung der Thrombozyten 
Für die Charakterisierung der verwendeten TK, wurden die Konzentrationen an 
verschiedenen Inhaltsstoffen in PRP, PRGF bzw. PPP ermittelt. Um die 
gespeicherten Mediatoren freizusetzen, wurden die Thrombozyten mit CaCl2-
Thrombin aktiviert. Mittels elektronenmikroskopischer Aufnahmen konnten die 
Thrombozyten im aktiven und inaktiven Zustand dargestellt werden (siehe 
Abbildung 11; a-d). Hierfür wurden die Thrombozyten direkt fixiert (a und c: 
inaktive Blutplättchen) oder mittels CaCl2-Thrombin aktiviert und anschließend 
fixiert (b und d: aktivierte Blutplättchen). Bei den inaktiven Thrombozyten sind eine 
discoidale Struktur sowie die Zellorganellen und Granula zu erkennen (a). Nach 
Aktivierung der Thrombozyten verändert sich die Morphologie zu einem 
sphärischen Zellekörper verbunden mit einer massiven Oberfläche-Vergrösserung 
durch Vermehrung des offenen kanalikulären Systems (open canalicular system) 
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und Ausbildung von Pseudopodien auf der Zelloberfläche Dies führt zur Adhärenz 
der Zellfragmente und damit zu Thrombozytenaggregaten. Im Vergleich zu den 
inaktivierten Thrombozyten sind bei den aktivierten Zellen kaum Thrombozyten-
Granula erkennbar. P-Selektin wurde als Marker für aktivierte Thrombozyten 
verwendet. Die Sekretion des löslichen P-Selektins wurde in PRP und PRGF nach 
Aktivierung der Thrombozyten im Vergleich zu Thrombozyten-armes Plamsa 
(PPP) mittels ELISA quantifiziert (e). In PRP und PRGF wurden höhere 
Konzentration an P-Selektin als im PPP gemessen (18,28 ± 5,41 ng/109 Plättchen 
in PRP und 11,92 ± 3,52 ng/109 Plättchen in PRGF im Vergleich zu 2,063 ± 0,7544 
ng/109 Plättchen in PPP; n=15; p≤0,05).  
 
Abbildung 11: Die Aktivierung der Thrombozyten und Quantifizierung von P-Selektin 
Die Transmissionselektronenmikroskopiesche (TEM-) Aufnahme der Thrombozyten in 
Ruhezusatand (a) zeigt die Thrombozyten mit ihren Zellorganellen. Mit: Mitochondrien, DG: Dense 
Granula, OCS: Open canalicular system, Pfeile: α-Granula. Auf der TEM-Aufnahme von aktivierten 
Plättchen (b). sind mit Pfeilen die herausragenden Pseudopodien auf der Plättchen-Oberfläche 
markiert. (c) Dargestellt ist eine rasterelektronenmikroskopische (Pschyrembel) Aufnahme von 
inaktiven Blutplättchen im Ruhezustand. (d) REM-Aufnahme von aktivierten Thrombozyten zeigt 
die Adhäsion der Zellen mit morphologischen Änderungen wie der Pseudopodien. (e) Mittels 
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ELISA-Analyse konnte das freigesetzte P-Selektin aus aktivierten Thrombozyten in PRP und 
PRGF im Vergleich zur Kontrolle PPP quantifiziert werden; n=15, vp≤0,05.  
4.1.2 Quantifizierung der Wachstumsfaktoren  
Zur weiteren Charakterisierung des PRGF wurden die Konzentrationen an 
Wachstumsfaktoren wie PDGF-BB, VEGF, TGF-β (siehe Abbildung 12), 
osteoinduktiven BMPs (siehe Abbildung 13) und Zytokinen wie TNF-α und IL-6 
(siehe Abbildung 14) nach der Thrombozytenaktivierung ermittelt. Der Level 
diesen Faktoren wurde mit dem von PPP und PRP verglichen. PDGF-BB konnte 
zusätzlich als weiterer Marker für aktivierte Thrombozyten verwendet werden. Es 
konnte eine über 17-fache Anreicherung an PDGF-BB in PRP und PRGF im 
Vergleich zu PPP nachgewiesen werden (siehe Abbildung 12; a; 2945 ± 325,1 
pg/109 Plättchen in PRP und 3082 ± 216,0 pg/109 Plättchen in PRGF im Vergleich 
zu  176,5 ± 22,44 pg/109 Plättchen in PPP; n=6; p≤0,05).  
Die VEGF-Konzentration wurde mit 184,4 ± 83,8 pg/109 Plättchen in PRP, 107,1 ± 
71,8 pg/109 Plättchen in PRGF und 93,8 ± 4,9 pg/109 Plättchen in PPP (n=8; 
p≤0,05) ermittelt (b). Der VEGF-Level in PPP war geringer als in PRP. Diese 
Differenz entsprach dem VEGF-Level in PRGF. Für TGF-β wurde ein Gehalt mit 
272,9 ± 71 pg/109 Plättchen in PRP, 78,54 ± 18.0 pg/109 Plättchen in PRGF und 
5,675 ± 4,4 pg/109 Plättchen in PPP quantifiziert (c; n=6; p≤0,05). 
 
Abbildung 12: Quantifizierung der Wachstumsfaktoren in PPP, PRP und PRGF 
Die Konzentrationen an verschiedenen Wachstumsfaktoren wurden zur weiteren Charakterisierung 
des PRPs bzw. PRGFs mittels ELISA ermittelt. Als Kontrolle diente das PPP. (a) PDGF-BB: Es 
wurde eine signifikante Steigerung auf das ca. 15-fache in PRP und PRGF nach Aktivierung der 
Thrombozyten nachgewiesen. (b) VEGF: Die Konzentration in PRP war signifikant höher als in 
PPP. (c) Für TGF-β konnte eine signifikant höhere Konzentration in PRP und PRGF ermittelt 
werden. Dabei war die Konzentration in PRP ca. 3-fach höher als in PRGF. 
4.1.3 Quantifizierung der BMPs  
Der Inhalt an osteoinduktiven BMP-2 und BMP-4 in Thrombozyten wurde 
erstmalig im Rahmen dieser Dissertation mittels ELISA quantifiziert. Die 
Konzentration con BMP-2 und BMP-4 wurde in PRP, PRGF und in PPP ermittelt 
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(siehe Abbildung 13). Dabei wurde in PRP ein signifikant höherer Level von BMPs 
als in PPP nachgewiesen. Der Anteil von Thrombozyten bei der BMP-Freisetzung 
konnte anhand der BMP-Level im PRGF ermittelt werden. Der BMP-2-Gehalt 
wurde in PRP mit 1174 ± 219,2 pg/109 Plättchen, in PPP mit 575,2 ± 271,4 pg/109 
Plättchen und in PRGF mit 612 ± 311,0 pg/109 Plättchen bestimmt; n=8, p≤0,05. 
Der BMP-4-Gehalt lag in PRP bei 2616 ± 906,3 pg/109 Plättchen, in PPP bei 
1671± 756,2 pg/109 Plättchen und in PRGF bei 2036 ± 676,1 pg/109 Plättchen; 
n=8; p≤0,05.  
 
Abbildung 13: Quantifizierung von BMP-2 und BMP-4 in  PPP, PRP und PRGF 
Die Konzentrationen an BMP-2 und BMP-4 wurden mittels ELISA in PRP, PRGF und PPP 
ermittelt. Es wurde in PRP ein signifikant höhere Wert von BMP-2 und BMP-4 nachgewiesen als in 
PPP; n=8; p≤0,05 
4.1.4 Quantifizierung der Proinflammatorischen Zytokinen  
Sowohl IL-6- als auch der TNFα-Level wurden ebenfalls in PRP signifikant höher 
als in PPP ermittelt (siehe Abbildung 14). Dieser Differenz entsprach dem TNFα- 
bzw. IL-6-Level in PRGF. Der TNF-α-Level in PRGF wurde mit 2114 ± 653 pg/ 109 
Plättchen, in PRP mit 3055 ± 669 pg/ 109 Plättchen und in PPP mit 1113 ± 217 pg/ 
109 Plättchen gemessen (a). Ähnliche Werte konnten für IL-6 ermittelt werden (b; 
in PRGF 2209 ± 422 pg/ 109 Plättchen, in PRP 4103 ± 720 pg/ 109 Plättchen und 
in PPP 1441 ± 365 pg/ 109 Plättchen; n =6: p≤0,05).  
 
Abbildung 14: Quantifizierung der proinflammatorischen Zytokinen (IL-6 und TNFα) in PPP, 
PRP und PRGF 
Die Konzentration an unterschiedlichen Zytokinen wurden zur weiteren Charakterisierung des 
PRPs bzw. PRGFs zur Kontrolle PPP mittels ELISA ermittelt. (a) Der TNF-α-Level in PRGF und 
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PRP lag signifikant höher als im PPP. (b) Für IL-6 konnten ähnlich signifikante Konzentration in 
PRP und PRGF quantifiziert werden; n =6: p≤0,05 
4.2 Antimikrobieller Effekt von PRP 
4.2.1 Antimikrobielle Wirkung von PRP und Vollblut auf 
verschiedene Bakterienstämme 
Um die Wirksamkeit von PRP auf Bakterienstämme zu untersuchen, wurde das 
Wachstum verschiedener pathogenen Stämme in Anwesenheit von PRP 
untersucht. Dem Nährboden wurden 10 µl PRP bzw. Vollblut in ausgestanzten 
Löchern zugegeben. Nach einer Inkubationsdauer von 24 h wurde die Inhibition 
des Wachstums anhand der entstandenen Hemmhofgröße ermittelt. 500 ng/ml 
Lysozym diente als Positivkontrolle bzw. 0,01 % Essigsäure als Negativkontrolle 
(siehe Abbildung 15). Die antimikrobielle Wirksamkeit des PRPs wurde in dieser 
Arbeit durch Plattendiffusionstests (PDT) gegen E. coli, B. megaterium, Ps. 
aeruginosa, E. faecalis und P.mirabilis getestet. Sowohl das Vollblut als auch das 
PRP zeigten einen positiven Effekt auf die Inhibition des Wachstums diverser 
Stämme. In Tabelle 11 sind die Größen der Hemmhöfe nach PRP-Gabe im 
Vergleich zur Vollblut-Gabe und der Positivkontrolle zusammengefasst. PRP 
führte im Vergleich zum Vollblut zu einem signifikant größeren Durchmesser des 
Hemmhofes und dementsprechend zu einer höheren Wirksamkeit gegen E. coli, 
K.pneumoniae, E. faecalis und P.mirabilis. Sowohl PRP als auch Vollblut zeigten 
gleiche Hemmhofgrößen gegen B.megaterium. Gegen P.aeruginosa konnten nur 
bei einigen Proben eine schwache Hemmung gezeigt werden.  
Tabelle 11: Tabellarische Darstellung der antimikrobiellen Wirkung von PRP gegen Vollblut 
auf verschiedene Bakterienstämme  
(*: PRP-Gruppe gegen Negativkontrolle; #: PRP-Gruppe gegen Vollblutgruppe) 
Bakterienstamm Pos. Kontrolle 
Ø mm 
Vollblut 
Ø mm 
PRP 
Ø mm 
Neg. Kontrolle 
Ø mm 
Signifikant 
p ≤ 0,05  
E. coli 7,2 ± 0,3 3,5 ± 1,5 5,9 ± 2,1 2,5 *   # 
B. megaterium 12,5 ± 1,5 7,2 ± 2,7 9,9 ± 1,6 2,5 *  ns 
K. pneumoniae 7,0 ± 0,0 3,5 ± 0,0 5,3 ± 0,4 2,5 *   # 
E. faecalis 8,7 ± 0,3 2,9 ± 0,5 3,8 ± 0,5 2,5 *   # 
P. mirabilis 8,7 + 1,1 5,1 ± 0,5 7,0 ± 0,5 2,5 *   # 
P. aeruginosa 5,0 ± 0,0 2,9 ± 0,6 3,1 ± 0,7 2,5 ns 
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Abbildung 15: Antimikrobielle Wirkung von PRP und Vollblut auf verschiedene 
Bakterienstämme  
Die antimikrobielle Wirkung auf die Wachstumsinhibition der Bakterien wurde durch die 
Hemmhofgröße ermittelt. 500 ng/µl Lysozym diente als Positivkontrolle und 0,01 % Essigsäure als 
Negativkontrolle. Der Durchmesser des gestanzten Loches (Ø 2,5 mm) wurde stets als 
Hemmhofgröße der Negativkontrolle angenommen. * zeigt die Signifikanz zwischen der PRP-
Gruppe und der Negativkontrolle, # zeigt der Signifikanz zwischen der PRP- und der 
Vollblutgruppe; n≥ 5, p ≤0,05. 
4.2.2 Thrombozyten enthalten die antimikrobiellen Peptide hBD-2 
und -3 
Die Thrombozyten wurden auf ihren Gehalt an hBD-2 und -3 mit unterschiedlichen 
proteinbiochemischen Methoden untersucht. Ferner wurde die Beteiligung dieser 
Peptide bei der bakteriziden Wirkung des PRPs auf verschiedene 
Bakterienstämme untersucht. 
Immunzytochemischer Nachweis von hBD-2 und seine Lokalisation 
Die Thrombozyten wurden nach zwei Waschschritten auf dem Objektträger 
ausgestrichen und für immunzytochemische Untersuchungen mit Zambonie-
Lösung fixiert. Die Ausstriche wurden einem gegen hBD-2 gerichtete Antikörper 
getestet. Eine positive Reaktion wurde durch eine Rotfärbung angezeigt (Pfeil; 
siehe Abbildung 16a-d). Die humanen Keratinozyten (HaCaT) wurden als 
Positivkontrolle verwendet und zeigten eine starke Reaktion gegen hBD-2. Bei der 
Negativkontrolle wurde kein primärer Antikörper verwendet.  
Nach einem positiven Nachweis von hBD-2, wurde die Lokalisation von hBD-2 
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mittels Immunogoldmarkierung vorgenommen (Abbildung 16; e). Hierfür wurden 
die gewaschenen Thrombozyten mit Glutaraldehyd (GA)-Fixierlösung fixiert. Die 
Goldmarkierung und die Aufnahme der Bilder wurden von der 
elektronenmikroskopischen Einrichtung des Instituts für Pathologie am 
Universitätsklinikum Aachen angefertigt. Es konnte eine Ansammlung von 
Goldpartikeln, und somit eine Lokalisation von hBD-2, in Thrombozytengranula 
nachgewiesen werden. 
 
Abbildung 16: Immunzytochemischer Nachweis von hBD-2 in Thrombozyten 
(a-d) Immunzytochemischer Nachweis von hBD-2 in Thrombozyten: Die Thrombozyten wurden mit 
Antikörper gegen hBD-2 getestet. (a) Die humane Keratinozyten (HaCaT) wurden als 
Positivkontrolle verwendet. (b) Eine positive Reaktion von Thrombozyten auf Defensin-2-Antikörper 
wurde durch eine Rotfärbung indiziert (Niethard and Pfeil). (c und d) Bei den Negativkontrollen 
wurde keinen primärer Antikörper verwendet. 
(e): Immunogoldmarkierung der Thrombozyten gegen hBD-2: Eine Immunogoldmarkierung gegen 
hBD-2 wurde zur Detektion des hBD-2 angewandt. Die elektronenmikroskopische Aufnahme von 
Thrombozyten weist auf eine Lokalisation von hBD-2 in α-Granula der Thrombozyten hin. 
 
Quantifizierung von hBD-2 in Thrombozytenfraktionen mittels ELISA 
Die ELISA-Analyse wurde zur Quantifizierung des hBD-2-Levels in PRP und 
PRGF im Vergleich zur Kontrolle PPP angewandt (sieheAbbildung 17). Die hBD-2-
Konzentration in PPP betrug 221±74 pg/109 Plättchen. Im aktivierten PRP wurde 
eine zwei-fach höhere Konzentration gemessen (470±126 pg/109 Plättchen). Der 
hBD-2-Gehalt in PRGF wurde mit 188±78 pg/109 Plättchen quantifiziert; n=8, p 
≤0,05. 
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Abbildung 17: Quantifizierung von hBD-2 in Thrombozytenfraktionen mittels ELISA 
Mittels ELISA wurde die hBD-2-Konzentration in PRP, PRGF bzw. PPP quantifiziert. Dabei konnte 
in PRP eine signifikant, zwei-fach höhere Konzentration gegenüber PPP oder PRGF bestimmt 
werden; n=8, p ≤ 0,05. 
 
Nachweis von hBD-2 mittels Western Blot-Analyse 
Zur Verifizierung der Daten bezüglich des hBD-2-Gehalts in Thrombozyten wurde 
eine Western Blot-Analyse durchgeführt (siehe Abbildung 18). Die Thrombozyten-
Mediatoren aus 8 verschiedenen Spendern (P1-P8) wurden auf den hBD-2-Gehalt 
getestet. Das rekombinante hBD-2 mit einer Größe von 4,3 kDa wurde als 
Größenstandard verwendet. Bei allen Proben konnte eine Bande auf der 
erwarteten Höhe für hBD-2 detektiert werden. 
 
 
Abbildung 18: hBD-2-Nachweis mittels Western Blot-Analyse 
In den Überständen von aktivierten Thrombozyten aus verschiedenen Spendern P1-P8 konnte ein 
hBD-2-Nachweis erfolgen. 1 µg/ml rekombinantes hBD-2 wurde als Größenstandard angewandt. 
Der hBD-2-Anteil an der antimikrobiellen Wirkung von PRP 
Die bakterizide Wirkung von PRP auf verschiedene Bakterienstämme wurde 
mittels PDT dargelegt. Um den hBD-2-Anteil am antimikrobiellen Effekt von PRP 
zu untersuchen, wurde das PRP mit Antikörper gegen hBD-2 (α-hBD-2) 
präinkubiert. Die Inkubation mit α-hBD-2 führte zu einer signifikanten 
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Verkleinerung der Hemmhofgröße bei E.coli, B. megaterium und P. mirabilis 
(siehe Abbildung 19). Es wurden 500 ng/ml Lysozym als Positivkontrolle und 0,01 
% Essigsäure als Negativkontrolle verwendet. 
Tabelle 12: Tabellarische Darstellung der antimikrobiellen Wirkung des PRPs gegen α-
hBD2-vorinkubiertes PRP auf verschiedene Bakterienstämme 
Bakterienstamm Pos. 
Kontrolle 
Ø mm 
PRP 
Ø mm 
α-hBD2 
Ø mm 
Neg. 
Kontrolle 
Ø mm 
Signifikant 
p ≤ 0,05 
E. coli 7,0 ± 0,0 7,07 ± 1,07 5,69 ± 1,10 2,5 # 
B. megaterium 12,25± 0,35 8,82 ± 1,34 7,44 ± 1,05 2,5 # 
K. pneumoniae 7,0 ± 0,0 6,71 ± 1,10 6,00 ± 1,31 2,5 ns 
E. faecalis 8,0 ± 0,0 4,5 ± 0,04 4,00 ± 0,93 2,5 ns 
P. mirabilis 8,0 ± 0,0 8,42 ± 1,06 6,81 ± 2,05 2,5 # 
S. pyogenes 5,75 ± 0,35 8, 79 ± 0,43 8,82 ± 0,26 2,5 ns 
P. aeruginosa 7,0 ± 0,0 3,73 ± 0,88 3,56 ± 0,68 2,5 ns 
 
 
Abbildung 19: Der Anteil an hBD-2 an der antimikrobiellen Wirkung von PRP 
Die antimikrobielle Wirkung auf die Wachstumsinhibition der Bakterien wurde durch die 
Hemmhofgröße ermittelt. Eine Inkubation des PRPs mit α-hBD-2 zeigte nur gegen E. coli and P. 
mirabilis eine signifikante Reduzierung der Hemmhofgröße. 500 ng/µl Lysozym diente als 
Positivkontrolle und 0,01 % Essigsäure als Negativkontrolle. Die Durchmesser des ausgestanzten 
Loches (Ø 2,5 mm) wurde stets als Hemmhofgröße der Negativkontrolle angenommen; n≥5, 
p≤0,05.  
Immunzytochemischer Nachweis von hBD-3 und seine Lokalisation 
Die Thrombozyten wurden auf dem Objektträger ausgestrichen und für 
immunzytochemische Untersuchungen fixiert. Es bildete sich ein Zellaggregat, 
welche zusätzlich in diesem Versuch untersucht wurde (siehe Abbildung 20; d). 
Die Ausstriche wurden mit Antikörper gegen hBD-3 inkubiert (a-d). Eine positive 
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Reaktion wurde durch eine Rotfärbung sowohl bei Thrombozyten als auch bei 
dem Thrombozytenaggregaten indiziert (Niethard and Pfeil). Die humanen 
Keratinozyten (HaCaT) wurden als Positivkontrolle verwendet und zeigten eine 
starke Reaktion mit Antikörper gegen hBD-3. Bei der Negativkontrolle wurde kein 
primärer Antikörper angewandt. Nach dem positiven Nachweis von hBD-3, wurde 
die Lokalisation von hBD-3 mittels Immunogoldmarkierung vorgenommen. Hierfür 
wurden die gewaschenen Thrombozyten mit GA-Fixierlösung fixiert. Die 
Goldmarkierung und die Aufnahme der Bilder wurden von der 
elektronenmikroskopischen Einrichtung des Instituts für Pathologie am 
Universitätsklinikum Aachen angefertigt. Es konnte eine Ansammlung von 
Goldpartikeln, und somit eine Lokalisation von hBD-3, in Thrombozytengranula (α-
Granula) nachgewiesen werden. 
 
Abbildung 20: Immunzytochemischer Nachweis von hBD-3 in Thrombozyten 
a-d) Immunzytochemischer Nachweis von hBD-3 in Thrombozyten: Die Thrombozyten wurden mit 
Antikörper gegen hBD-3 getestet. (a) Die humanen Keratinozyten (HaCaT) wurden als 
Positivkontrolle verwendet. (b) Eine positive Reaktion von Thrombozyten auf Defensin-3 wurde 
durch eine Rotfärbung indiziert (Niethard and Pfeil) (c und d). Bei den Negativkontrollen wurde kein 
primärer Antikörper angewandt (b).  
(e) Immunogoldmarkierung der Thrombozyten gegen hBD-3: Eine Immunogoldmarkierung gegen 
hBD-3 wurde zur Detektion des hBD-3 angewandt. Die elektronenmikroskopische Aufnahme von 
Thrombozyten weist auf eine Lokalisation von hBD-3 in α-Granula der Thrombozyten hin. 
Quantifizierung des hBD-3 in Thrombozytenfraktionen mittels ELISA 
Die ELISA-Analyse wurde zur Quantifizierung der HBD-3-Konzentration in PRP 
und PRGF im Vergleich zur Kontrolle PPP angewandt (siehe Abbildung 21). Die 
hBD-3-Konzentration in PPP betrug 230,2 ± 93,6 pg/109 Plättchen. In aktivierten 
PRP konnte hingegen eine signifikante, fünf-fach höhere Konzentration im 
Vergleich zum PPP-Gehalt gemessen werden (1281 ± 457,9 pg/109 Plättchen). 
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Der hBD-3-Wert in PRGF lag signifikant höher bei 1020 ± 224,8 pg/109 Plättchen 
im Vergleich zu PPP; n≥5, p ≤0,05. 
 
Abbildung 21: Quantifizierung des hBD-3 in Thrombozytenfraktionen mittels ELISA 
Mittels ELISA wurde die hBD-3-Konzentration in PRP, PRGF bzw. PPP quantifiziert. Dabei konnte 
im PRP eine signifikant, fünf-fach, in PRGF eine signifikant, vier-fach höhere Konzentration als im 
PPP bestimmt werden; n=8, p ≤ 0,05. 
Nachweis von hBD-3 mittels Western Blot-Analyse 
Zur Verifizierung der Ergebnisse bezüglich des hBD-3-Gehalts in Thrombozyten 
wurde die Western Blot-Analyse verwendet (siehe Abbildung 22). Die 
Thrombozyten-Mediatoren aus 6 verschiedenen Spendern (P1-P6) wurden auf 
ihren hBD-3-Gehalt getestet. Das rekombinante hBD-3 mit einer Größe von 
5,1 kDa wurde als Größenstandard genutzt. Bei allen Proben konnte eine Bande 
auf der erwarteten Höhe für hBD-3 detektiert werden. 
 
Abbildung 22: hBD-3 Nachweis mittels Western Blot-Analyse 
In den Überständen von aktivierten Thrombozyten aus verschiedenen Spendern P1-P6 konnte ein 
hBD-3-Nachweis im Vergleich zum rekombinanten hBD-3 erfolgen. 
Der hBD-3-Anteil an der antimikrobiellen Wirkung von PRP 
Die bakterizide Wirkung von PRP auf verschiedene Bakterienstämme wurde 
mittels PDT dargelegt. Um den Anteil von hBD-3 bei dem antimikrobiellen Effekt 
von PRP näher zu untersuchen, wurden die Proben mit Antikörpern gegen hBD-3 
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(α-hBD-3) präinkubiert. PRP zeigte gegen alle untersuchten Stämme eine 
antimikrobielle Wirkung, die durch Zugabe von α-hBD-3 nur bei B. megaterium 
geringer ausfiel (siehe Abbildung 23). Die Daten sind in der Tabelle 13 
zusammengefasst. 
Tabelle 13:Tabellarische Darstellung der antimikrobiellen Wirkung des PRP gegen α-hBD3-
vorinkubiertem PRP auf verschiedene Bakterienstämme 
Bakterienstamm Pos. 
Kontrolle 
Ø mm 
PRP 
Ø mm 
α-hBD3 
Ø mm 
Neg. 
Kontrolle 
Ø mm 
Signifikant 
p ≤ 0,05 
E. coli 7,0 ± 0,00 7,07 ± 1,07 6,44 ± 1,12 2,5 ns 
B. megaterium 12,25 ± 0,35 7,57 ± 1,02 7,25 ± 0,69 2,5 # 
K. pneumoniae 7,00 ± 0,00 6,71 ± 1,10 6,19 ± 1,16 2,5 ns 
E. faecalis 8,00 ± 0,00 4,50 ± 0,04 4,00 ± 0,93 2,5 ns 
P. mirabilis 8,00 ± 0,00 8,42 ± 1,06 7,75 ± 1,04 2,5 ns 
S. pyogenes 5,75 ± 0,35 8,79 ± 0,43 8,89 ± 0,26 2,5 ns 
P. aeruginosa 7,00 ± 0,00 3,73 ± 0,88 3,56 ± 0,98 2,5 ns 
 
 
Abbildung 23: Der Anteil an hBD-3 an der antimikrobiellen Wirkung von PRP 
Die antimikrobielle Wirkung auf die Wachstumsinhibition der Bakterien wurde durch die 
Hemmhofgröße ermittelt. Eine Inkubation des PRPs mit α-hBD-3 führte nur bei P. mirabilis zu einer 
signifikanten Reduzierung der Hemmhofgröße. 500 ng/µl Lysozym diente als Positivkontrolle und 
0,01 % Essigsäure als Negativkontrolle. Der Durchmesser des gestanzten Loches (Ø 2,5 mm) 
wurde stets als Hemmhofgröße der Negativkontrolle angenommen; n≥5, p≤0,05. 
4.3 Einflüsse von PRGF auf die Osteogenese 
Ein Aspekt der vorliegenden Arbeit war die Untersuchung der Einflüsse von PRGF 
auf die Osteoblasten. Hierfür wurde sowohl die Zelllinie SAOS-2 als auch die 
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primären humanen Osteoblasten (pHOB) auf ihr Verhalten nach PRGF-
Behandlung untersucht. 
4.3.1 Osteoinduktiver Effekt von PRGF auf Osteoblasten 
Wirkung von PRGF auf die Viabilität der Osteoblasten 
Um die Wirkung von PRGF auf die Viabilität der Zellen zu untersuchen, wurden 
unterschiedliche prozentuale Konzentrationen an PRGF für 6 h dem Osteoblasten-
Kulturmedium zugegeben und mittels Cell Titer Blue -Assay analysiert. Es wurde 
bei den pHOB-Zellen eine signifikante Viabilitätserhöhung ab einer Behandlung 
mit 5 % PRGF festgestellt (siehe Abbildung 24; b). Die SAOS-2-Zellen zeigten ab 
einer niedrigeren 2,5 % PRGF-Konzentration eine signifikante erhöhte 
Viabilitätssteigerung (a) Die Normierung der Ergebnisse erfolgte, indem die Werte 
der Kontrollgruppe auf eins gesetzt wurden (siehe Tabelle 14).  
Tabelle 14: Relative Zellviabilität nach PRGF-Behandlung in Osteoblasten 
% PRGF SAOS-2 p ≤0,05  pHOB p ≤0,05 
0 1,01 ± 0,11  1,00 ± 0,19  
2,5 1,39 ± 0,42 * 1,13 ± 0,57 ns 
5 1,75 ± 0,27 * 1,24 ± 0,10 * 
10 1,41 ± 0,48 * 1,30 ±0,22 * 
20 1,77 ± 0,30 * 1,18 ±0,08 * 
 
Abbildung 24: Relative Zellviabilität PRGF-Behandlung in Osteoblasten 
Die SAOS-2 (a) und pHOB-Zellen (b) wurden 6h mit verschiedenen Konzentrationen an PRGF für 
6 Stunden behandelt. (a) Bei der SAOS-2-Gruppe wurde nach 6 Stunden Behandlung mit allen 
PRGF-Konzentrationen eine signifikante Viabilitätssteigerung festgestellt; n=8, p≤0,05. Bei den 
pHOB-Zellen führte eine PRGF-Konzentration ab 5 % zu einer signifikanten Viabilitätserhöhung; 
n=8, p≤0,05. 
Wirkung von PRGF auf die Proliferation der Osteoblasten 
Eine Steigerung der Zellproliferation wurde ebenfalls nach der PRGF-Behandlung 
beobachtet. Durch BrdU-Markierung konnte die DNA-Synthese nach Zugabe von 
PRGF ermittelt werden. Eine vierstündige und dreistündige Behandlung der 
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SAOS-2- bzw. pHOB-Zellen mit PRGF führte zu einer Steigerung der 
Proliferationsrate (siehe Abbildung 25). Durch Zugabe von 2,5 % PRGF zum 
SAOS-2-Kulturmedium konnte eine tendenzielle Erhöhung der DNA-Synthese 
festgestellt werden. Erst eine Konzentration von 5 % PRGF im SAOS-2-
Kulturmedium führte zu einer signifikanten Erhöhung der DNA-Syntheserate (a). 
Bei den pHOB-Zellen wurde bei der Zugabe von 2,5 bis 10 % PRGF eine 
signifikant verstärkte Proliferationssteigerung ermittelt (siehe Abbildung 25; b). Die 
Daten zum Proliferationsassay sind in Tabelle 15 zusammengefasst. 
Tabelle 15: Relative DNA-Syntheserate nach PRGF-Behandlung in Osteoblasten 
% PRGF SAOS-2 p ≤0,05 pHOB p ≤0,05 
0 1,00 ± 0,10  1,00 ± 0,08  
2,5 1,08 ± 0,06 ns 1,18 ± 0,10 * 
5 1,54 ± 0,45 * 1,19 ± 0,084 * 
10 1,65 ± 0,12 * 1,24 ± 0,090 * 
20 1,90 ± 0,16 * 1,04 ± 0,20 ns 
 
 
Abbildung 25: Relative DNA-Synthese bei Osteoblasten nach PRGF-Behandlung 
Nach Behandlung der SAOS-2 (a) und pHOB (b) mit PRGF wurde die DNA-Synthese der Zellen 
mittels BrdU bestimmt (a) Ab einer Konzentration von 5 % PRGF konnte eine signifikant 
gesteigerte Syntheserate bei SAOS-2-Zellen festgestellt werden; n=8, p≤0,05. (b) Bei pHOB-Zellen 
führten 2,5 bis 10 % PRGF zu einer signifikant erhöhten DNA-Synthese; n=6, p≤0,05. 
Zur Verifizierung der BrdU-Daten wurde ein CyQuant-Zellproliferation-Aassay 
durchgeführt. Bei diesem Test wurde die Proliferation der Zellen anhand der DNA-
Menge, welche durch einen Fluoreszenzfarbstoff markiert wurde, quantifiziert 
(siehe Abbildung 26). Bei den SAOS-2-Zellen konnte nur eine 5 und 10 %ige 
PRGF-Zugabe zu einer signifikanten Proliferation im Vergleich zu der 
Kontrollgruppe führen (a). Eine signifikante Proliferationsrate wurde bei allen 
zugegebenen Konzentrationen an PRGF in pHOB- Zellen festgestellt (b; 
sieheTabelle 16). 
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Tabelle 16: Relative Zellproliferation nach 24h PRGF-Behandlung 
% PRGF SAOS-2 p ≤0,05 pHOB p ≤0,05 
0 1,00 ± 0,05  1,00 ± 0,09  
2,5 1,13 ± 0,18 ns 1,36 ± 0,15 * 
5 1,29 ± 0,26 * 1,68 ± 0,10 * 
10 1,30 ± 0,24 * 1,88 ± 0,18 * 
20 0,96 ± 0,09 ns 1,90 ± 0,23 * 
 
Abbildung 26: Relative Zellproliferation nach 24 h PRGF-Behandlung 
Ein sogenannter „scratch Test“ oder in vitro Wundheilung-Test wurde zur Untersuchung des 
regenerativen Potenzials des PRGF auf SAOS-2-Zellen durchgeführt. Die SAOS-2- und pHOB-
Zellen wurden mit verschiedenen Konzentrationen von PRGF für 24 Stunden kultiviert. Eine 
erhöhte DNA-Menge weist auf eine erhöhte Zellanzahl hin. (a) Bei den SAOS-2-Zellen konnte eine 
gesteigerte Zellproliferation bei der Zugabe von 5 bzw. 10 % PRGF festgestellt werden; n=8, 
p≤0,05. (b) Bei den pHOB-Zellen führten alle Konzentrationen an PRGF zu einer signifikant 
erhöhten Proliferationsrate; n=6, p≤0,05. 
Regenerationspotenzial von PRGF auf OSteoblasten 
 
Nach Erreichen der Konfluenz des Zellmonolayer wurde ein artifizieller Wundspalt 
gezogen. Dieser Spalt ist als zellfreies Areal in Abbildung 27 zu erkennen. Im 
Laufe der folgenden 6 Stunden wurde der Verschluss dieses Spaltes durch 
Migration der Osteoblastenzelllinie beobachtet. Der Zellrasen und die Zell-freie 
Fläche zu Beginn der Untersuchung (Abbildung 27; a und b) zeigten die 
ausgewählte Positionen vor der Behandlung der Kontrollgruppe (Abbildung 27; a) 
und der PRGF-Gruppe (Abbildung 27; b). Nach der sechstündigen Behandlung mit 
10 % PRGF sind wenige Zellen bei der Kontrollgruppe in den Wundspalt 
eingewandert (c). Bei der PRGF-Gruppe konnte im Vergleich zur Kontrollgruppe 
eine stärkere Migration der Zellen zur Überbrückung des Spalts festgestellt 
werden (d).  
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Abbildung 27: In vitro Wundheilung-Test „Scratch-Assay“ bei SAOS-2-Zelle 
Zur Untersuchung der Regeneration in Gegenwart von PRGF wurde ein „Scratch-Assay“ 
durchgeführt. Der Zellrasen und die zellfreie Fläche zu Beginn des Experiments (a und b) und nach 
sechstündiger Behandlung (c und d). Nach der Behandlung mit 10 % PRGF konnte eine Migration 
der Zellen (d) im Vergleich zur Kontrolle (c) beobachtet werden. Die Bilder wurden mit dem 20x-
Objektiv aufgenommen. 
4.3.2 PRGF induziert osteoanabole Faktoren in humanen 
Osteoblasten 
Ein weiterer Aspekt dieser Studie war der Einfluss von PRGF auf die Expression 
des endogenen VEGF, der ein entscheidender Faktor bei der Angiogenese und 
damit beim Knochenumbau ist. Hierzu wurde die VEGF-Expression auf mRNA-
Ebene, im Zytoplasma und im Überstand von mit PRGF-behandelten 
Osteoblasten untersucht. Es konnte eine Neusynthese von VEGF nach Zugabe 
von PRGF gezeigt werden. 
VEGF-Genexpression in Osteoblasten 
Nach einer dreistündigen Inkubation der Osteoblasten mit PRGF wurde die 
Gesamt-RNA der Zellen isoliert. Mit Hilfe der quantitativen real-time RT-PCR 
wurde die Expression von VEGF in Osteoblasten untersucht. Es wurde eine 
erhöhte VEGF-Genexpression nach einer Behandlung mit 5 und 10 % PRGF 
sowohl in SAOS-2- als auch in pHOB-Zellen nachgewiesen (siehe Abbildung 28 ). 
Die Zugabe von 10 % PRGF zum SAOS-2-Kulturmedium führte zu einer 
signifikanten Erhöhung der Genexpression auf das zwei-fache der Kontrolle. Die 
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Genexpression lag dabei bei 1,15 ± 0,49 nach 5 % bzw. 2,08 ± 0,79 nach 10 % 
PRGF-Behandlung (a). Bei den pHOB-Zellen wurde die Genexpression nach 
Zugabe beider PRGF-Konzentrationen signifikant auf 6,04 ± 2,36 nach 5 % bzw. 
6,79 ± 5,71 nach 10 % PRGF-Gabe erhöht. Das verwendete PRGF stammt aus 
mindestens sechs verschiedenen Spendern. Zur Normierung der Ergebnisse 
wurde die Kontrolle auf eins gesetzt. 
 
Abbildung 28: VEGF-Genexpression in humanen Osteoblasten 
Mittels quantitativer real time RT-PCR wurde die Genexpression von VEGF in SAOS-2- (a) und in 
pHOB-Zellen (b) ermittelt. Hierfür wurden die Zellen mit 0, 5 und 10% PRGF aus fünf 
unterschiedlichen Spendern behandelt. (a) Eine signifikante Steigerung der VEGF-Genexpression 
wurde nach Zugabe von 10 % PRGF ermittelt; n=6, p≤0,05. (b) Bei den pHOB-Zellen wurde nach 
Zugabe von 5 und 10 % PRGF eine signifikant höhere VEGF-Genexpression ermittelt; n=9, 
p≤0,05. 
VEGF-Expression im Zytosol der Osteoblasten 
Das im Zytosol der Osteoblasten synthetisierte VEGF konnte  nach sechstündiger 
Inkubation der Zellen mit PRGF mittels ELISA detektiert und quantifiziert werden. 
Hierzu wurden die Zellen nach der Behandlung zwei Mal mit PBS gewaschen und 
anschließend lysiert. Die Lysate wurden zum einen auf ihren Gesamtproteingehalt 
und zum anderen auf ihren VEGF-Gehalt untersucht. Die Proteinbestimmung 
erfolgte durch das BCA-Kit. Es wurde keine signifikante Änderung zwischen den 
Gruppen festgestellt (siehe Abbildung 29; b). Die VEGF-Konzentration wurde 
mittels ELISA gemessen. Die ELISA-Werte wurden auf die relativen 
Proteinkonzentration der jeweiligen Probe bezogen und anschließend die 
Kontrolle auf eins normiert (a). Eine signifikant verstärkte VEGF-Synthese wurde 
nach Zugabe von 5 und 10 % PRGF in den SAOS-2-Zellen mit dem 1,76 ± 0,19 
bzw. 1,94. ± 0,39 fachen der Kontrolle gemessen. 
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Abbildung 29: Relative VEGF-Expression im Zytosol 
Die Zellen wurden mit PRGF aus 6 verschiedenen Spendern stimuliert. Dies führte bei den SAOS-
2-Zellen zu einer Induktion der endogenen Expression von VEGF im Zytosol (a). Die ELISA-Daten 
wurden auf das Gesamt-Protein der Zellen bezogen; n=6, p≤0,05. Die Proteinkonzentration der 
Lysate wurde mittels BCA-Kit bestimmt (b). Es wurde keine signifikante Änderung zwischen den 
einzelnen Gruppen festgestellt; n= 6, p≤0,05. 
VEGF-Freisetzung in den Osteoblastenüberstand 
Um die Menge des extrazellulär freigesetzten VEGFs aus Osteoblasten auf Grund 
der PRGF-Gabe zu quantifizieren, wurden die Zellen nach der sechsstündigen 
Behandlung mit FKS-Mangelmedium für weitere 24 h kultiviert und die Überstände 
auf den VEGF-Gehalt quantifiziert. Die ELISA-Werte wurden auf die Anzahl der 
Zellen, welche mittels CyQuant- Zellproliferation-Assay ermittelt wurden, bezogen 
(siehe Abbildung 30). Im Überstand der SAOS-2-Zellen konnte mit 0, 5 und 10 % 
PRGF ein VEGF-Gehalt von 171,6 ± 8,0 pg/105 Zellen, 258,3 ± 35,6 pg/105 Zellen 
und 291,7 ± 18,4 pg/105 Zellen quantifiziert werden. Bei dem gleichen Versuch mit 
pHOB-Zellen konnten ähnliche Daten ermittelt werden. Im Überstand der pHOB-
Zellen konnte mit 0, 5 und 10 % PRGF ein VEGF-Gehalt von 88,94 ± 18,2 pg/105 
Zellen, 278,8 ± 41,4 pg/105 Zellen und 330,1 ± 56,0 pg/105 Zellen gemessen 
werden; n=6, p≤0,05. 
 
Abbildung 30: VEGF-Freisetzung im Osteoblastenüberstand 
Das exprimierte VEGF im Überstand der Zellen wurde mittels ELISA quantifiziert und auf die 
Zellanzahl bezogen. Die PRGF-Stimulation mit 5 und 10 % führte zu einer signifikant höheren 
Expression und Freisetzung von VEGF bei SAOS-2- (a) und pHOB-Zellen (b) im Vergleich zur 
Kontrollgruppe; n=6, p≤0,05. 
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In einem Parallelversuch, in dem die Zellen mit einem Translationshemmer 
(Cyclohexamide (Chx)) vorbehandelt wurden, konnte gezeigt werden, dass die 
Behandlung von Osteoblasten mit 10% PRGF zu einem falsch-positiven Ergebnis 
auf Grund von vorhandenen, von Plättchen freigesetztem VEGF führte (siehe 
Abbildung 31). Nach Chx-Behandlung konnte in Überstand der SAOS-2-Zellen mit 
0, 5 und 10 % PRGF ein VEGF-Level von 29,3 ± 2,53 pg/105 Zellen, 34,3 ± 2,63 
pg/105 Zellen und 36,0 ± 5,36 pg/105 Zellen quantifiziert werden (siehe Abbildung 
31; a). Im Überstand der Zellen, die nicht mit Chx behandelt wurden, konnte mit 0, 
5 und 10 % PRGF ein VEGF-Level von 171,6 ± 8,00 pg/105 Zellen, 258,3 ± 35,58 
pg/105 Zellen und 291,7 ± 18,38 pg/105 Zellen gemessen werden. Der tatsächliche 
Konzentration an VEGF, die von SAOS-2 freigesetzte wurde, lag bei 142,3 ± 9,54 
bei 0 %, 224,0 ± 34,77 bei 5 % bzw. 255,7 ± 14,4 bei 10 % PRGF; n=6, p≤0,05. 
 
Abbildung 31: VEGF-Freisetzung im Osteoblastenüberstand durch Chx-Vorbehandlung 
Das exprimierte VEGF im Überstand der Zellen wurde mittels ELISA quantifiziert und auf die 
Zellanzahl bezogen. In einer Parallelversuch wurden die Zellen mit 10µM Chx behandelt. 10% 
PRGF-Gabe wies auf ein falsch-positives Eargebniss (a). In andere Gruppe wurden die Zellen 
ohnen Chx behandelt. Es konnte eine signifikante Steigerung der VEGF-Freisetzung fest ermittelt 
werden. Nach Subsrahieren der Chx-Daten von jeweiligen Gruppe zeigte sowohl 5% als auch 10% 
PRGF-Gabe eine signifikante konnte zu eine signifikant höhere Die PRGF-Stimulation mit 5 und 
10 % führte zu einer signifikant höhere Expression und Freisetzung von VEGF bei SAOS-2-Zellen; 
n=6, p≤0,05. 
Nachweis von VEGF mittels Immunfluoreszenz  
Zu Verifizierung und Darstellung der Daten bezüglich der VEGF-Expression 
wurden pHOB-Zellen mit 5 bzw. 10 % PRGF stimuliert und auf 12 mm 
Deckgläschen kultiviert. Anschließend wurden die Zellen für 15 min mit 4 % 
Formalin fixiert und die Expression von VEGF mittels Immunfluoreszenz 
nachgewiesen (siehe Abbildung 32). Es konnte bei der Kontrollgruppe (b) eine 
geringe VEGF-Expression dargestellt werden. Mit der gleichen Belichtungszeit 
stieg die Signalstärke bei den behandelten Zellen mit 5 % (c) bzw. 10 % PRGF 
(d). 
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Abbildung 32: Nachweis von VEGF mittels Immunfluoreszenz 
Die humane Osteoblasten wurden mit 0 (b), 5 (c) bzw. 10 % (d) PRGF für 3 h behandelt. Ein 
spezifischer Antikörper gegen VEGF wurde zum Nachweis eingesetzt, der durch einen 
rotfluoreszierenden Alexa Fluor 555 Sekundärantikörper visualisiert wurde. Mit steigender PRGF-
Konzentration konnte ein höheres Fluoreszenz-Signal gezeigt werden. Negativkontrolle ohne 
Primärantikörper (a); 40x Objektiv 
4.3.3 Die Wirkung von PRGF auf das Nrf-2-ARE-System in 
Osteoblasten 
Einfluss von PRGF auf die ARE-Aktivierung in Osteoblasten 
Um den Einfluss von PRGF auf die Regulation des Antioxidance-Response-
Element (ARE) in Osteoblasten zu untersuchen, wurden die SAOS-2- und pHOB-
Zellen mit einem pGL3-ARE/phRL-Plasmid tranfiziert und für drei Stunden mit 
PRGF stimuliert Mit dem Dual Luciferase assay wurde die ARE-Aktivität ermittelt 
und die Werte aus dem Verhältnis von Firefly- zu Renilla-Luciferase normiert 
(siehe Abbildung 33). Die höchste Aktivität von ARE in SAOS-Zellen wurde bei 
einer Zugabe von 2,5, 5 bzw. 10 % PRGF mit dem 1,57 ± 0,52, 1,56 ± 0,52 bzw. 
1,34 ± 0,22 fachen der Kontrolle ermittelt; n=6, p≤0,05. Die Aktivität von ARE 
konnte in pHOB-Zellen erst nach Zugabe von 5 bzw. 10 % PRGF signifikant 
gesteigert werden. Die Daten der Analyse der ARE-Aktivität sind in Tabelle 17 
zusammengefasst worden.  
Tabelle 17: Relative ARE-Aktivität nach Zugabe von PRGF 
% PRGF SAOS-2 p ≤0,05 pHOB p ≤0,05 
0 1,00 ± 0,05  1,00 ± 0,08  
2,5 1,57 ± 0,52 * 1,36 ± 0,33 ns 
5 1,56 ± 0,52 * 1,53 ± 0,38 * 
10 1,34 ± 0,22 * 1,30 ± 0,27 * 
20 1,24 ± 0,29 ns 1,388 ± 0,41 ns 
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Abbildung 33: Einfluss von PRGF auf die ARE-Aktivierung in Osteoblasten 
Mit ARE/phRL-transfizierte SAOS-2- und pHOB-Zellen zeigten eine gesteigerte ARE-Aktivität nach 
PRGF-Behandlung. 2,5 bis 10 % PRGF führten in SAOS-Zellen zu einer signifikant gesteigerten 
ARE-Aktivität (a). Diese wurde in pHOB-Zellen durch 5 bzw. 10 % PRGF signifikant gesteigert (b); 
n≥4; p≤0,05). 
Nrf-2 Translokation 
Mittels Western Blot-Analyse wurde die Menge an translozierten Nrf-2 in den 
Nukleus unter Einfluss von PRGF untersucht. Nach Behandlung der SAOS-2- und 
pHOB–Zellen mit PRGF wurden die Zytosol- und Kernproteine isoliert. Die 
Analyse der Kernproteine (siehe Abbildung 34; a und b) zeigte, dass eine 10 %ige 
PRGF-Stimulation sowohl bei der Zelllinie SAOS-2 (a) als auch bei den pHOB-
Zellen (b) zu einer signifikanten Steigerung der Nrf-2-Akkumulation im Nukleus 
führte (SAOS-2:.1,19 ± 0,13; pHOB: 1,43 ± 0,12). Als endogene Kontrolle wurde 
Histon 3-Protein verwendet. Im Gegensatz zu den Kernproteinen zeigte die 
Analyse der Zytosolproteine (siehe Abbildung 34; c und d) keine signifikante 
Änderung bei dem Nrf-2-Level im Zytosol der SAOS-2- (c) und pHOB-Zellen (d). 
Hierfür wurde das β-Aktin als endogene Kontrolle verwendet. 
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Abbildung 34: Western Blot-Analyse zur Ermittlung der translozierten Nrf-2-Menge in den 
Oste-oblastenzellkern 
Mittels Western Blot-Analyse wurde die Translokation von Nrf-2 in SAOS-2- (a und c) bzw. pHOB-
Zellen (b und d) im Vergleich zum Zytosol (c und d) untersucht. Die Zugabe von 10 % PRGF führte 
sowohl bei der Zelllinie SAOS-2 (a) als auch bei den pHOB-Zellen (b) zu einer signifikanten 
Erhöhung des translozierten Nrf-2 in den Zellkern. Im Gegensatz dazu zeigte die Analyse der 
Zytosolproteine keine Änderung des Nrf-2-Levels (c:SAOS-2 und d:pHOB); n = 6; p≤0,05. 
Die Expression von Nrf-2-Zielgenprodukten in Osteoblasten nach PRGF-
Behandlung 
Die synthetisierten Nrf-2-Zielgenprodukte konnten nach sechsstündiger Inkubation 
der Zellen mit unterschiedlichen Konzentrationen an PRGF mittels Western Blot-
Analyse im Zytosol der Osteoblasten detektiert werden. Die Zytosolproteine 
wurden auf den Gehalt an NQO1 und TXNRD1 untersucht. Als endogene 
Kontrolle wurde β-Aktin verwendet (sieheAbbildung 35). Bei den SAOS-2-Zellen 
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führten 5 % PRGF zu einer Induktion der TXNRD1-Proteinexpression von 1,30 ± 
0,15 und 10 % PRGF zu einer signifikant gesteigerten Expression von 1,46 ± 0,32 
im Vergleich zur Kontrolle (a). Eine signifikant erhöhte NQO1-Proteinexpression 
konnte nach 5 % PRGF-Gabe im SAOS-2-Zytosol ermittelt werden (b; 5 %:1,27 ± 
0,20; 10 % 1,15 ± 0,18 fache der Kontrolle). Bei den pHOB-Zellen wurde der 
TXNRD1-Proteinlevel nach Zugabe von 5 (1,25 ± 0,08) bzw. 10 % (1,24 ± 0,14) 
PRGF signifikant gesteigert (c). Im Gegensatz dazu wurde die NQO1-
Proteinexpression durch 5 % PRGF signifikant erhöht (d; 5 %: 1,13 ± 0,10; 10 %: 
1,07 ± 0,24); n=6, p≤0,05. 
 
Abbildung 35: Die Expression von Nrf-2-Zielgenprodukten in Osteoblasten nach PRGF-
Behandlung 
Mittels Western Blot-Analyse wurde die Expression von TXNRD1 (a und b) und NQO1 (C und d) in 
SAOS-2- (a und c) bzw. pHOB-Zellen (b und d) untersucht Eine signifikant erhöhte TXNRD1-
Proteinexpression konnte nach Behandlung mit 10 % PRGF in SAOS-2 (a) bzw. nach 5 und 
10 %iger Behandlung in pHOB-Zellen (b) bestimmt werden. Hingegen führten 5 % PRGF zu einer 
signifikanten Steigerung der NQO1-Expression in beiden Zelltypen (c und d); n≥5; p≤0,05. 
Ergebnisse 
81 
mRNA-Quantifizierung von Nrf-2-Zielgenen 
Die quantitative real time RT-PCR diente zur Untersuchung des Einflusses von 
PRGF auf die Expression von Nrf-2-ARE-Zielgenen. Nach der Stimulation mit 
PRGF wurde die Gesamt-RNA isoliert. Die Expression von den ARE-Zielgenen 
NQO1 und HO1 wurde in SAOS-2- und pHOB-Zellen zum housekeeper B2M 
ermittelt (siehe Abbildung 36). Es wurde in den SAOS-2-Zellen eine relative 
NQO1-Genexpression von 1,0 ± 0,02 bei 0 %, 1,42 ± 0,31 bei 5 % bzw. 1,30 ± 
0,11 bei 10 % PRGF ermittelt (a). Dabei waren die Steigerungen der Expression 
bei 5 und 10 % signifikant. In den pHOB-Zellen induzierten 5 % (2,04 ± 0,86) 
PRGF eine signifikante Steigerung der NQO1-Genexpression im Vergleich zu 
10 % (1,45 ± 0,26) bzw. der unbehandelten Kontrolle (0,93 ± 0,12; b). In den 
SAOS-2-Zellen wurde eine signifikant gesteigerte HO1-Genexpression bei 10 % 
PRGF (2,48 ± 0,80) ermittelt (c; 0%: 1,0 ± 0,02; 5 %: 1,40 ± 0,79). Bei den pHOB-
Zellen wurde eine signifikante Induktion von HO1 nach Zugabe von 5 (2,40 ± 1,99) 
bzw. 10 % (2,83 ± 1,17) PRGF ermittelt (d; 0%: 0,93 ± 0,17); n = 6; p≤0,05.  
 
Abbildung 36: Genexpression von Nrf-2-ARE-Zielgenen in humanen Osteoblasten 
Mittels quantitativer real time RT-PCR wurde eine signifikante Induktion von NQO1 (5 und 10 % 
PRGF, a) bzw. HO1 (10 %, c) in SAOS-Zellen ermittelt. Hingegen konnte in pHOB-Zellen eine 
signifikante Steigerung von NQO1 nach 5 % PRGF (b) und HO1 nach beiden Konzentrationen 
bestimmt werden (d); n = 6, p≤0,05. 
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4.3.4 Einflüsse von PRGF auf Tenozyten 
Ein weiterer Aspekt der vorliegenden Arbeit war die Untersuchung der Einflüsse 
von PRGF auf die Tenozyten hinsichtlich der PRGF-Anwendung bei der 
Sehnenheilung. Hierfür wurden die primären Ratten- und humanen Tenozyten auf 
ihr Verhalten nach PRGF-Behandlung untersucht. 
4.3.5 Isolierung und Nachweis von Tenozyten 
Um festzustellen, ob die isolierten Tenozyten ihre charakteristischen 
Eigenschaften während der Versuche beibehalten, wurden in den Zellen 
verschiedener Passagen die Expression eines Tenozytenmarkers, Tenomodulin 
(TNMD), untersucht. Dazu wurde die Expression mittels immunzytochemischen 
Verfahrens nachgewiesen. Die Zellen in den Passagen 2 bis 5 zeigten eine 
positive Reaktion auf Tenomodulin (siehe Abbildung 37). Die Zellen wiesen in 
Passage 2 (b,) und 3 (c) eine langgestreckte Zellmorphologie auf , die mit höherer 
Passagenzahl ihre Tenozyten-charakteristische Morphologie verloren (Passage 5; 
d). Die Immunfluoreszenz diente zur Verifizierung der Daten. Eine Expression von 
TNMD in Passage 3 (e), 4 (f) und 5 (g) ist durch das rote Signal nachgewiesen. 
 
Abbildung 37: Immunzytochemischer und Immunofluoreszenz-Nachweis von TNMD 
(a-d) Immunzytochemischer Nachweis von TNMD in Tenozyten. Die Zellen in Passage 2 (b) und 3 
(c) wiesen eine langgestreckte Morphologie auf, welche charakteristisch für die Sehnenzellen ist. 
Ab Passage 5 ging die typische Morphologie verloren (d). (e-g) Zur Verifizierung wurde ein 
immunofluoreszenz- Nachweis durchgeführt, der eine Expression von TNMD in Passage 3 (e), 4 (f) 
und 5 (g) zeigt. Negativkontrolle (a). 
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4.3.6 PRGF beeinflusst die Vitalität der Tenozyten 
Wirkung von PRGF auf die Tenozyten-Viabilität der  
Zur Untersuchung der Tenozyten-Viabilität nach einer sechsstündigen Behandlung 
mit PRGF wurde der Cell Titer Blue ® Zellviabilität-Assay von Promega verwendet. 
Eine signifikante Viabilitätserhöhung konnte sowohl bei Ratten- als auch bei 
humanen Tenozyten durch Zugabe von 5 bzw 10 % PRGF gemessen werden 
(siehe Abbildung 38). In Tabelle 18 sind die Ergebnisse der Zellviabilität 
zusammengefasst. Die Ergebnisse wurden normiert.  
Tabelle 18: Relative Zellviabilität nach PRGF-Behandlung in Tenozyten 
% PRGF rTenozyten  p ≤0,05 hTenozyten  p ≤0,05 
0 1,0 ± 0,3  0,97 ± 0,21   
2,5 1,17 ± 0,20 ns 1,13 ± 0,04 ns 
5 1,40 ± 0,055 * 1,18 ± 0,53 * 
10 1,47 ± 0,35 * 1,14 ± 0,06 * 
15 1,31 ± 0,16 ns 1,06 ± 0,03 Ns 
20 1,34 ± 0,33 ns 1,11 ± 0,05 ns 
 
Abbildung 38: Relative Zellviabilität nach PRGF-Behandlung 
Die Tenozyten wurden mit verschiedenen Konzentrationen an PRGF für 6 Stunden behandelt. 
Sowohl bei rTenozyten (a) als auch bei hTenozyten (b) konnte eine Zugabe von 5 und 10% PRGF 
zu einer signifikanten Steigerung der Zellviabilität führen; n=6, p≤0,05. 
Wirkung von PRGF auf die Tenozyten-Proliferation 
Die Einflüsse von PRGF auf die Zellproliferation wurden mittels CyQuant-
Zellproliferationsassy gemessen (siehe Abbildung 39). Bei niedrigren 
Konzentrationen von PRGF (2,5 bis 10 %) konnte bei den rTenozyten eine 
signifikante Steigerung der Proliferationsrate fest gestellt werden. Höhere PRGF-
Konzentrationen führten zu einer auf das Kontrollniveau reduzierten Rate (a). Bei 
hTenozyten führten alle Konzentrationen an PRGF zu einer signifikant 
gesteigerten Proliferationsrate (b). In Tabelle 19 sind die Ergebnisse der 
Zellproliferation zusammengefasst. Die Ergebnisse wurden normiert. 
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Tabelle 19: Relative Zellproliferation PRGF-Behandlung in Tenozyten 
% PRGF rTenozyten p ≤0,05 h Tenozyten p ≤0,05 
0 1,0 ± 0,07  1,0 ± 0,07  
2,5 1,35 ± 0,15 * 1,21 ± 0,12 * 
5 1,58 ± 0,13 * 1,27 ± 0,18 * 
10 1,48 ± 0,24 * 1,15 ± 0,16 * 
15 1,19 ± 0,22 ns 1,28 ± 0,13 * 
20 2,08 ± 0,20 ns 0,14 ± 0,11 * 
 
 
Abbildung 39: Relative Zellproliferation nach 24h PRGF-Behandlung 
Die rTenozyten (a) und hTenozyten (b) wurden mit verschiedenen Konzentrationen an PRGF für 
24 Stunden kultiviert. Eine erhöhte DNA-Menge weist auf eine erhöhte Zellanzahl hin. Bei einer 
Konzentration von 2,5 bis 10 % PRGF konnte bei den rTenozyten eine signifikante Steigerung der 
Proliferationsrate fest gestellt werden. Bei den hTenozyten wurde eine signifikante 
Proliferationsrate bei allen zugegebenen Konzentrationen festgestellt; n=6, p≤0,05 
Regenerationspotenzial von PRGF auf Tenozyten  
Ein sogenannter „scratch Test“ oder in vitro Wundheilung-Test wurde zur 
Untersuchung des Regenerationspotenzials von PRGF auf Tenozyten 
durchgeführt. Nach Erreichen der Konfluenz des Zellmonolayer wurde ein 
artifizieller Wundspalt erzeugt, der in Abbildung 40 zu erkennen ist. Im Laufe der 
folgenden 6 Stunden wurde der Verschluss dieses Spaltes durch Migration der 
Tenozyten bewirkt. Der Zellrasen und die Zell-freie Fläche zu Beginn der 
Untersuchung (siehe Abbildung 40; a und b) zeigten die ausgewählte Positionen 
vor der Behandlung der Kontrollgruppe (Abbildung 40; a) und der PRGF-Gruppe 
(Abbildung 40; b). Nach der sechstündigen Behandlung mit 10 % PRGF sind 
wenige Zellen bei der Kontrollgruppe in den Wundspalt eingewandert (Abbildung 
40; c). Bei der PRGF-Gruppe konnte im Vergleich zur Kontrollgruppe eine stärkere 
Migration der Zellen in den Spalt festgestellt werden (Abbildung 40; d). 
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Abbildung 40: In vitro Wundheilung-Test, „Scratch-Assay“ 
Zur Untersuchung der regenerativen Aktivität von Tenozyten nach PRGF-Behandlung wurde ein 
Migrationstest durchgeführt. Der Zellrasen und die zellfreie Fläche zu Beginn des Experiments (a 
und b) und nach sechstündiger Behandlung (c und d). Nach der Behandlung mit 10 % PRGF 
konnte eine Migration der Zellen (d) im Vergleich zur Kontrolle (c) beobachtet werden. Die Bilder 
wurden mit dem 40x-Objektiv aufgenommen. 
4.3.7 PRGF induziert  Scleraxis-Expression in humanen 
Tenozyten 
Als weiteres wurde der Einfluss von PRGF auf die Expression des Scleraxis (Scx)-
Gens untersucht, das einen entscheidenden Faktor bei der Tenozytenentwicklung 
darstellt. Hierzu wurde die Gesamt-RNA nach Behandlung mit PRGF isoliert und 
mittels quantitativer real time RT-PCR untersucht (siehe Abbildung 41). Es wurde 
eine signifikant erhöhte Genexpression nach Behandlung mit allen PRGF-
Konzentrationen ermittelt (2,5 % 2,42 ± 0,08 und 5 % 2,49 ± 0,23). Dabei konnte 
mit 10 % PRGF (4,05±0,38) die stärkste Expression induziert werden; n=3; 
p≤0,05.  
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Abbildung 41: Scx-Genexpression in humanen Tenozyten 
Mittels quantitativer real time RT-PCR wurde die Genexpression von Scx in hTenozyten ermittelt. 
Eine signifikante Steigerung der Expression wurde nach Zugabe von allen Konzentrationen an 
PRGFquantifiziert; n=3; p≤0,05. 
4.3.8 Die Wirkung von PRGF auf das Nrf-2-ARE-System in 
Tenozyten 
Einfluss von PRGF auf die ARE-Aktivierung in Tenozyten 
Um Einflüsse von PRGF auf die Regulation des Antioxidant-Response-Element 
(ARE) in Tenozyten zu untersuchen, wurden die rTenozyten mit dem pGL3-
ARE/phRL-Plasmid tranfiziert. In den transfizierte Zellen wurde mittels Dual-
Luciferase assay die ARE-Aktivität ermittelt (siehe Abbildung 42). Zur Normierung 
des Dualen Reportergen-Assays wurde das Verhältnis zwischen den 
Lumineszenzsignalen der Firefly- und Renilla-Luciferase gebildet und die 
Kontrollen auf eins gesetzt. Die höchste Aktivität von ARE wurde bei einer Zugabe 
von 5 (1,84 ± 0,42) und 10 % (1,817 ± 0,50) PRGF gemessen Die höheren 
Konzentrationen führten zu einer Aktivierung von 1,6 ± 0,49 (10 %) und 1,58 ± 
0,27 (20 %) im Vergleich zur Kontrolle (1,07 ± 0,34). PRGF induzierte bei allen 
eingesetzten Konzentrationen eine signifikant höhere ARE-Aktivität; n=8, p≤0,05. 
 
Abbildung 42: Einfluss von PRGF auf die ARE-Aktivierung in rTenozyten 
Zur Untersuchung der ARE-Aktivität wurden die ARE/phRL-transfizierte Tenozytenzellen für 3 h mit 
PRGF behandelt. Die ARE-Aktivierung korrelierte mit der zugegebene PRGF-Menge; n=8; p≤0,05. 
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5 Diskussion  
5.1 Wachstumsfaktoren in PRGF 
Plättchen-reiches Plasma (PRP) (Tohidnezhad et al. 2011a) ist ein Vollblutderivat, 
welches eine hohe Konzentration an Thrombozyten enthält. PRP stellt als eine 
autologe Quelle von Wachstumsfaktoren eine gute und kostengünstige Alternative 
zu synthetischen und rekombinanten Wachstumsfaktoren dar. In jüngsten Studien 
wird ein weites Anwendungsspektrum von PRP auf Grund des regenerativen 
Effekts, insbesondere bei der Behandlung von muskuloskeletalen Gewebe-
degenerationen, propagiert. Obwohl die Ergebnisse in den verschiedenen Studien 
zu uneinheitliche Resultaten führten, wird PRP weiter - vor allem in der 
Zahnmedizin und Orthopädie - zur Knochenregeneration eingesetzt. Auch im 
Bereich der plastischen Chirurgie oder Sportmedizin, z.B. bei der Behandlung von 
Sehnendegenerationen, existieren zahlreiche kontroverse Ergebnisse 
(Engebretsen et al. 2010, Schepull et al. 2011). Eine mögliche Erklärung von 
variierenden Befunden könnte die fehlende einheitliche Richtlinie zur Herstellung 
und Anwendung von PRP sein. Die unterschiedlichen Aktivierungsmethoden, 
Thrombozytenkonzentrationen oder der zelluläre Anteil an Thrombozyten im PRP 
und somit an Wachstumsfaktoren könnensind weitere mögliche Erklärungen für 
solcher Abweichungen sein. 
Für die Vergleichbarkeit differenter Studien zu PRP, wurden in dieser Arbeit die 
Konzentrationen an Thrombozyten sowie von verschiedenen Wachstumsfaktoren 
in PRP, PRGF und PPP ermittelt. In Thrombozyten wird das PDGF-BB 
synthetisiert, gespeichert und nach Aktivierung freigesetzt. Aus diesem Grund 
wurde dieser Wachstumsfaktor als Marker für aktivierte Thrombozyten in dieser 
Arbeit verwendet. Es konnte eine geringe Menge an PDGF im Plättchen-armen 
Plasma (platelet-poor plasma, PPP) nachgewiesen werden. Dies deutet darauf 
hin, dass die Thrombozytenkonzentrate von Patienten aus dem Klinikum in einem 
inaktiven Zustand gewesen waren. Nach der Aktivierung wurde eine PDGF-
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Konzentration von bis zu 6 ng/ml in PRP bzw. PRGF nachgewiesenquantifiziert. 
Diese Konzentration entspricht 4 ng/109 Thrombozyten. Des Weiteren wurde die 
Konzentration an P-Selektin in PPP, PRP und PRGF bestimmt. Dieses 
Glykoprotein wird neben Endothelzellen von aktivierten Thrombozyten exprimiert. 
Die gemessene Konzentration an löslichem P-Selektin kann nur auf eine relative 
Aktivierung von Thrombozyten zurückgeführt werden, da das P-Selektin als ein 
Plasmamembranprotein nicht mittels ELISA strikt quantifiziert werden kann. Pro 
109 aktivierter Plättchen konnte ein P-Selektin-Level von bis zu 18,28 ng im 
Plasma ermittelt werden. Dieser Wert ist um das 9-fache höher als der Gehalt an 
P-Selektin im Plasma, wenn die Thrombozyten nicht aktiviert wurden. Weiter 
wurde neben dem Gehalt an Wachstumsfaktoren wie VEGF, BMP-2, BMP-4, 
BMP-7 oder TGF-β, auch der Level von anti- und proinflammatorischen Zytokinen 
wie IL-6, IL-10 und TNF-α in PPP, PRP und PRGF quantifiziert (siehe Abbildung 
2-4 xxx). Die genannten Wachstumsfaktoren werden von verschiedenen Zelltypen 
exprimiert und sind im Plasma nachweisbar. Einen interessanten Aspekt stellt 
dabei die mehrfache Steigerung deren Konzentration auf Grund der 
Thrombozyten- bzw. PRP-Aktivierung dar. Vor der Aktivierung der Thrombozyten 
konnte ein geringer VEGF-Level gezeigt werden. Dieser stieg in PRGF bzw. PRP 
nach Aktivierung an und weist auf eine Beteiligung der Thrombozyten an der 
Expression dieses angiogenese Faktors im Blut hin. In dieser Arbeit wurden 
erstmalig die Konzentrationen an diversen BMPs in PRP und PRGF quantifiziert. 
Die Konzentrationen dieser Proteine waren Patienten-abhängig und variierten 
stark voneinander. Wie zu erwarten, konnten geringe Mengen an Zytokinen in 
allen Proben der gesunden Spender quantifiziert werden. Zusätzlich wurden die 
Thrombozytenfraktionen auf eine antimikrobielle Wirkung untersucht, indem 
antimikrobielle Peptide bestimmt wurden. 
5.2 Antimikrobielle Eigenschaften von PRP 
Die posttraumatischen Sehnen-, Weichgewebeinfektionen und Osteomyelitiden 
sind mögliche Komplikationen bei Frakturen und führen zu einer schlechten oder 
sogar ausbleibenden Heilung (Gustilo and Anderson 2002, Kelly et al. 1990). Die 
Infektionen können in Abhängigkeit von endogenen und exogenen Einflüssen 
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unterschiedlich ausgeprägt sein. Die exogenen Faktoren wie z.B. eine nicht 
ausreichende chirurgische Kontrolle, offene Frakturen, tiefe Wundinfektionen, 
infizierte externe Fixateure können meist durch Einsatz konventionellen Antibiotika 
auf einem niedrigen Niveau gehalten werden. Im Gegensatz dazu werden 
Infektionen durch endogene Faktoren häufiger ausgelöst und können durch 
Versagen von konventionellen Antibiotika kritisch werden. Diese Faktoren spielen 
insbesondere bei Risikopatienten mit angeborenen Immundefekten, Diabetes oder 
chronischen Erkrankungen eine große Rolle (Bhandari et al. 2002, Pape et al. 
2002). Außerdem spielt die häufige Insuffizienz der herkömmlichen Antibiotika bei 
multiresistenten Keimen eine große Rolle und setzt die Notwendigkeit neuer 
Therapiekonzepte voraus. 
Die Entwicklung des PRPs basiert auf dem Grundprinzip der 
Geweberegeneration. Die Thrombozyten begünstigen die Wundheilung, indem sie 
die Homöostase aktivieren und die Verletzung durch ein Fibrinnetz abdeckt wird. 
Die Fähigkeit der Thrombozyten verschiedene Wachstumsfaktoren und Zytokinen 
freizusetzen,, die für die Geweberegeneration von Bedeutung sind, führte zur 
klinischen Anwendung von angereicherten Thrombozyten in Form von PRP.  
Die von Thrombozyten freigesetzten Faktoren bestehen nicht nur aus einer 
Mischung diverser Wachstumsfaktoren, sondern auch aus Proteinen, 
entzündungsfördernden Zytokine, Kinozidinen und mikrobioziden Proteine. Yuan 
et al. berichtete 2008 über einen Fall, indem PRP zur Behandlung eines Patienten 
mit Osteomyelitis eingesetzt wurde. Der Patient litt bilateral unter Osteomyelitis im 
Bereich des Femur. Die vierjährige Therapie mit Antibiotika führte zu keinen 
Erfolg. Hingegen führte die Applikation von PRP zu einer verbesserten Heilung. 
Aber der genaue Wirkmechanismus ist noch nicht genau geklärt (Yuan et al. 
2008). In der Literatur wird von der Effektivität des PRPs gegen Gram-positive und 
Gram-negative Bakterienstämme wie Staphylococcus. aureus, Enterococcus 
faecalis, Escherichia coli, Klebsiella pneuoniae und Pseudomonas aeruginosa 
berichten (Bielecki et al. 2007). In der vorliegenden Arbeit wurde der Effekt von 
PRP im Vergleich zu Vollblut bezüglich der Inhibition des Bakterienwachstums 
untersucht. In diesem Test zeigte sich, dass Vollblut eine Hemmung des 
Wachstums bewirkte, dieser Effekt jedoch deutlich schwächer ausfiel als bei PRP 
(Tohidnezhad et al. 2011a). Die antimikrobielle Wirksamkeit des PRPs wurden in 
dieser Arbeit durch Plattendiffusionstests (PDT) gegen E. coli, B. megaterium, P. 
aeruginosa, E. faecalis und P.mirabilis untersucht. Obwohl Gram-positive 
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Bakterien wie S. aureus einen großen Teil von orthopädischen Kontaminationen 
ausmachen, steigt die Anzahl kritischer Infektionen durch Gram-negative 
Bakterien weiter an (Carsenti-Etesse et al. 1999). In dieser Arbeit konnte die 
Aktivität von PRP sowohl gegen Gram-negative wie E. coli und P. mirabilis und k. 
pneumoniae als auch gegen Gram-posetive B. megaterium gezeigt werden. Bei 
E.faecalis konnte eine geringe Hemmung und bei P. aeruginosa nur eine 
tendenzielle Hemmung des Zellwachstums nachgewiesen werden. Die Aktivität 
des PRPs gegen E.coli bzw. keine signifikante Hemmung von P. aeruginosa durch 
PRP bestätigen die Daten von Bielecki et al. (Bielecki et al. 2007). Die Daten 
wiedersprechen sich bei der Wirkung von PRP auf K.pneumoniae und E.faecalis. 
Der neue Aspekt in diesem Arbeitsabschnitt ist die Wachstumshemmung von B. 
megaterium, P. mirabilis, E. faecalis und K. pneumoiae durch PRP. Diese 
Bakterien sind bei der Infektionen von offenen Frakturen beteiligt (Dellinger 1991). 
Ein weiterer neuer Aspekt in dieser Studie ist der erstmalige Nachweis der 
antimikrobiellen Peptiden hBD-2 und hBD-3 in Thrombozyten. 
In den letzten Jahren konnten diverse antimikrobielle Peptide wie humanes β-
Defensin (hBD)-1, -2, -3 und -4, LL-37 und Ribonuclease-7 in verschiedenen 
Zelltypen nachgewiesen und identifiziert werden. Die Expression von β-
Defensinen in Zellen mesenchymaler Herkunft wurde in der Literatur belegt (Lao 
et al.2009). In unserer Arbeitsgruppe wurde die Expression von hBD-2 und hBD-3 
in vitro und später in vivo in einem Maus-Osteomyelitis-Modell nachgewiesen 
(Varoga et al. 2005a, Varoga et al. 2008). Auch arthrotische Gelenke und die 
Synovial-Membran zeigen eine Expression von humanen β-Defensinen (Paulsen 
et al. 2002, Varoga et al. 2006, Varoga et al. 2009b). Die Entdeckung der AMP-
Expression im gering-vaskulierten oder avaskulären Gewebe scheint besonders 
wichtig zu sein, da in solchen Geweben ein Abwehrmechanismus nach Infektion 
durch Leukozyten eingeschränkt ist. PRP könnte auf Grund der bioaktiven hBD-2 
und -3-Defensine eine neue Therapiestrategie bei der Behandlung von infizierten 
Frakturen, Sehnen Rupturen und Gelenken darstellen.  
 
5.2.1 Humanes Beta Defensin-2  
In dieser Dissertation wurde gezeigt, dass die Thrombozyten hBD-2 enthalten und 
dieses nach der Aktivierung freisetzen. HBD-2 wurde erstmal 1997 aus 
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Hautschuppen von Psoriasis-Patienten isoliert und weiter charakterisiert. Dieses 
Defensin schützt die Haut vor dem Eindringen bestimmter Bakterien, so dass die 
Psoriasis-Patienten seltener unter Hautinfektionen leiden (Harder et al. 1997, 
Schroder and Harder 1999, Singh et al. 1998). Weitere Studien konnten die 
Expression von hBD-2 in anderen Zellen und Geweben als Reaktion auf Zytokine 
und Inflammationen belegen. Hierbei sind respiratorisches Epithel, 
Synovialmembran, osteoarthrotischer Gelenkknorpel und Osteoblasten zu 
erwähnen (Paulsen et al. 2002, Varoga et al. 2006, Varoga et al. 2009b, Varoga et 
al. 2008). Im Rahmen dieser Studie wurde das Vorhandensein von hBD-2 in 
Thrombozyten mittels Western Blot- und Immunzytochemiescher Analyse 
nachgewiesen. Durch ELISA wurde eine hBD-2 Konzentration von bis zu 0,47 
ng/109 Plättchen in PRP und 0,188 ng/109 Plättchen in PRGF ermittelt (Wruck et 
al. 2011). Die ELISA-Daten weisen auf einen zweifachen Gehalt von hBD-2 in 
PRP im Vergleich zu PPP auf. Die gemessene hBD-2-Konzentration in PRGF ist 
äquivalent mit dem von Thrombozyten freigesetzten beta-Defensin-2. Um die 
Beteiligung von hBD-2 bei der Hemmung des Bakterienwachstums durch Einsatz 
von PRP genauer zu untersuchen, wurde das PRP mit einem anti-hBD-2-
Antikörper inkubiert. Dieser PRP-Antikörpermix wurde mittels Plattendiffusionstest 
gegen verschiedene Bakterienstämme getestet. Eine Präinkubation von PRP mit 
anti-hBD-2-Antikörper zeigte bei Gram-negativen Bakterien wie P. mirabilis und E. 
coli eine signifikant geringere Hemmung. Eine hBD-2-Konzentration in Höhe von 
1786 pg/ml PRP zeigte gegen diese Pathogene einen synergetischen Effekt in 
Verbindung mit andern AMPs. Hingegen wurde keine signifikante Änderung der 
Hemmhofgröße bei B. megaterium und E. faecalis nach einer Präinkubation mit 
anti-hBD-2-Antikörper nachgewiesen. Es wurde in der Literatur beschrieben, dass 
eine Inhibition von einigen Bakterienstämmen wie P. aeruginosa nur mit einer 
Konzentration von über 6 mg/ml rekombinantem hBD-2 erreicht werden kann 
(Harder et al. 1997). Bei diesen Pathogenen wird vermutlich die Konzentration von 
hBD-2 in PRP nicht ausreichen, um die Hemmhofgröße zu beeinflussen, sondern 
es werden andere vorhandenen AMPs in PRP eine stärkere Wirkung zeigen. 
Basierend auf diesen Daten wird vermutet, dass hBD-2 eine stärkere Aktivität 
gegen Gram-negative Bakterien zeigt. 
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5.2.2 Humanes Beta Defensin-3 
Durch Analyse des PRPs in der vorliegenden Studie konnte mittels Western Blot- 
und Immunzytochemie-Analyse das Vorhandensein von hBD-3 in Thrombozyten 
nachgewiesen werden (Tohidnezhad et al. 2011a). Die hBD-3-Konzentration lag 
dabei im PRGF im Bereich von bis zu 2 ng/109 Blut-Plättchen, was mit Hilfe eines 
ELISAs ermittelt wurde. 
Es konnte eine drei-fach höhere Konzentration von hBD-3 in PRP im Vergleich zu 
PPP ermittelt werden. Das humane Beta Defensin-3 wurde 2001 ebenfalls von der 
Arbeitsgruppe um Prof. Schröder in Kiel identifiziert (Harder et al. 2001). HBD-3 
gehört zu den körpereigenen Peptiden mit hohem antimikrobiellen Potential. Es 
weist ein breites Wirkspektrum gegenüber Bakterien und Hefen, aber auch gegen 
multiresistenten S. aureus auf. Die Expression wird ebenso wie bei hBD-2 in 
verschiedene Zelltypen und Gewebe wie Haut, Knorpel, Synovialmembran und 
Knochen je nach Stimulus verstärkt.  
Im Jahr 2005 konnte unser Kooperationspartner in Kiel über eine starke hBD-3-
Expression im Gelenkknorpel von Patienten mit osteoarthritischen (Ahmed et al.) 
Beschwerden ohne bakterielle Infektionen nachweisen. Er beobachtete, dass die 
Expression von hBD-3 in Knorpelzellen durch Faktoren wie Tumor-Nekrose-
Faktor-α (TNF-α) und IL-1β induziert wurde. Die Resultate weisen auf die 
Beteiligung von hBD-3 bei der Pathgenese der OA hin (Varoga et al. 2005b). 
Diese Daten erweitern das funktionelle Spektrum der AMPs und präsentieren 
hBD-3 als ein multifunktionales Peptid, das beim angeborenen Immunsystem und 
bei der Inflammation mitwirkt. 
Um die Beteiligung von hBD-3 bei der Hemmung des Bakterienwachstums durch 
Einsatz von PRP genauer zu untersuchen, wurde in dieser Studie nach einer 
Präinkubation des PRP mit anti-hBD-3-Antikörper der Plattendiffusionstest gegen 
verschiedene Stämme durchgeführt. Im Gegensatz zu hBD-2, welches eine starke 
Aktivität gegen Gram-negative Bakterien zeigt, führte eine Präinkubation mit anti-
hBD-3-Antikörper nur beim Gram- positiven B. megaterium zu einem signifikanten 
Effekt. 
Obwohl die Effizienz von hBD-3 in der Literatur gegen E.coli, E.faecalis und P. 
aeruginosa belegt ist, scheinen in unserer Studie die positiven Effekte von PRP 
vorrangig durch anderen AMPs ausgelöst worden zu sein. Eine hBD-3-
Konzentration von 6100 pg/ml PRP scheint alleine nicht auszureichen, um all 
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diese Bakterien zu hemmen. Neben den bis Dato gefundenen AMPs, führt die 
Entdeckung von hBD-2 und -3 in Thrombozyten, zu einem besseren Verständis 
des antimikrobiellen Wirkmechanismus von PRP.  
5.3 Einflüsse von PRGF auf Osteoblasten 
5.3.1 Osteoinduktiver Effekt von PRGF auf Osteoblasten  
In der vorliegenden Arbeit wurde der platelet-released growth factors (PRGF), ein 
Derivat von PRP, zur Behandlung der Osteoblasten verwendet.  
Die Stimulation von Zellen mit PRP führte in einigen in vitro Vorversuchen zu einer 
Koagulatbildung im Medium, und somit zu einer Verfälschung der Zellanalyse.  
Durch den Einsatz von PRGF werden exklusiv die von Thrombozyten freigesetzte 
Faktoren zur Behandlung der Zellen verwendet, ohne den Einfluss von 
Plasmaproteinen wie Fibrin oder Fibrinogen, in kauf nehmen zu müssen. Dadurch 
konnte in der Studie gewährleistet werden, dass sich die 
Thrombozytenmediatoren während der Versuche homogen verteilten und der 
Wirkmechanismus der Thrombozyten auf die Zellen prägnanterer studiert werden 
kann. Es muss betont werden, dass klinisch-angewendete Thrombozyten 
meistens in Plasma konzentriert sind. Dies führt zur Gerinnung und Entstehung 
eines Fibrinnetzes, das in vielen Fällen die lokale Fixierung der Thrombozyten 
begünstigt. Eine Koagulation ist aber nicht immer erwünscht. Die Anwendung von 
PRGF und Thrombozyten Mediatoren ist in der Literatur belegt (Fuerst et al. 
2004). Seit Kurzem bietet die Firma Curasan das Advanced Tissue Regeneration, 
ART® Kit zur Gewinnung von autologen Thrombozyten-Mediatorenkonzentrat 
(TMK) an. Das TMK ist Plasma-frei und weist ein ähnliches Prinzip wie PRGF auf. 
Es wird zu Unterstützung des Heilungsprozesses in verschiedenen Geweben und 
Verletzungen angewendet. (Advanced Tissue Regeneration, ART® Curasan AG, 
GmbH). 
Durch die Zugabe von PRGF zum Osteoblastenmedium konnte eine signifikante 
Steigerung der Zellviabilität und –proliferation, sowohl bei den immortalisierten 
Saos-2-Zellen als auch bei den primären humanen Osteoblasten (pHOB), 
nachgewiesen werden. Diese Ergebnisse korrelieren mit den Resultaten von 
Weibrich et al., wo die Thrombozytenanzahl bei der Behandlung von Osteoblasten 
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getestet wurde (Weibrich et al. 2002b). Diese Konzentration beträgt 160.000 -
180.000 Plättchen/µl Medium bzw. 10% PRGF im Medium. Als weiteres konnte in 
der Arbeit der migrationsfördende Effekt von PRGF auf Osteoblasten dargestellt 
werden. Es soll berücksichtigt werden, dass die in dieser Arbeit verwendeten 
konventionellen Scratch-Assay auf unphysiologischen Oberflächen stattfanden, 
auf denen Adhäsions- und Migrationsverhalten der Zellen nicht der in vivo-
Situation entsprachen. Dieser Assay wurde zur Darstellung der möglichen 
Migrationsförderung des PRGF auf Osteoblasten und Tenozyten verwendet. Krak 
et al. konnte von einer steigenden Migration und Proliferation der osteogenen 
Zellen nach Behandlung mit PRGF berichten (Kark et al. 2006). Das Migrieren und 
Proliferieren der Osteoblasten auf Grund vorhandener Wachstumsfaktoren kann 
bei der skelettalen Entwicklung und dem Knochenremodeling von Bedeutung sein. 
Hierbei spielt der Wachstumsfaktor PDGF eine wichtige Rolle (Mehrotra et al. 
2004). PDGF wird hauptsächlich von aktivierten Thrombozyten freigesetzt und ist 
im PRGF vorhanden. Die -Konzentration von der Isoform PDGF-BB im PRGF 
wurde in dieser Studie mit über 6 ng/ml ermittelt. 
5.3.2 Induktion von VEGF in Osteoblasten 
Ein wichtiger Prozess während der Frakturheilung ist die Revaskularisierung des 
Gewebes, bei dem das VEGF eine wesentliche Position einnimmt. Durch diese 
Arbeit konnte festgestellt werden, dass PRGF einer Induktion von VEGF in 
Osteoblasten hervorruft. Das von Osteoblasten exprimierte VEGF wurde sowohl 
im Zytoplasma als auch im Überstand der Zellen mittels ELISA quantifiziert. In 
einem Parallelversuch, in dem mit einem Translationshemmer (Cyclohexamide 
(Chx)) vorbehandelt wurde, konnte gezeigt werden, dass die Behandlung von 
Osteoblasten mit PRGF zu einem falsch-positiven Ergebnis auf Grund von 
vorhandenen, von Plättchen freigesetztem VEGF führte. Dies musste bei der 
Bestimmung von VEGF berücksichtigt werden. Die immuncytochemische 
Untersuchungen stellten eine Steigerung der Expression des endogenen VEGF 
nach Zugabe von PRGF fest. 
Während in gesunden ruhenden Knochenzellen VEGF kaum nachweisbar ist, 
lässt sich eine VEGF-Expression in Osteoblasten und Chondroblasten in den 
unterschiedlichen Phasen der Frakturheilung, insbesondere in der Initialphase der 
Bruchheilung, belegen. (Jehle 2005, Pufe et al. 2002).  
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Die Blutplättchen fungieren unter anderem als VEGF-Speicher. Das in der 
Literatur beschriebene Angiogenese-Potential des Frakturhämatoms durch 
Darbieten von VEGF, kann auf die Anreicherung von lokal-aktivierten 
Thrombozyten zurückgeführt werden (Beamer et al. 2009, Street et al. 2000). 
Viele tierexperimentelle Studien setzen die Präsenz von VEGF für eine 
Neoangiogenese im Bereich der Knochenschädigung voraus. Durch die Gabe von 
exogenem VEGF konnte die Gefäßneubildung, Knochenneureifung und 
enchondrale Ossifikation begünstigt werden. Dagegen zeigte eine Blockierung von 
VEGF durch z.B. Bevacizumab eine dramatisch verschlechterte 
Knochenneubildung (Ortega et al. 2010, Street et al. 2002, Wang C. J. et al. 
2010). Aufgrund der kurzen Halbwertszeit von rekombinantem VEGF können die 
Thrombozyten als Quelle von autologem VEGF als kostengünstige Alternative zu 
teueren rekombinantem VEGF angesehen werden.  
5.3.3 Nrf-2 ARE Aktivierung in Osteoblasten 
Das Nrf-2-System schützt die Zelle gegen oxidativen Stress, der durch eine 
Ischämie oder Reperfusion bei einer Verletzung oder Frakturierung entsteht. Über 
den Nrf-2- ARE-Signalweg in Osteoblasten sind zur Zeit wenige Daten vorhanden. 
Es scheint jedoch, dass der Transkriptionsfaktor Nrf-2 an der Regulation der 
Osteogenese beteiligt zu sein scheint (Kook et al. 2009). In einer Studie über die 
Heilung von Knochenbrüchen wurde bei Nrf-2-knock-out Mäusen eine reduzierte 
Kallusbildung nachgewiesen (Lippross et al. 2011, submitted). 
Die vorliegende Arbeit konnte erstmalig belegen, dass PRGF den 
Transkriptionsfaktor Nrf-2 in Osteoblasten beeinflussen kann. Mittels der Western 
Blot-Analyse konnte gezeigt werden, dass die Nrf-2-Konzentration im Zytosol der 
behandelten Gruppen keinen signifikanten Unterschied mit der Kontrollgruppe 
zeigte. Im Kontrast dazu wurde im Nukleus eine vermehrte Nrf-2-Konzentration 
nach dreistündiger Behandlung der Osteoblasten mit PRGF nachgewiesen. Nach 
der Nrf-2-Translokation in den Kern wird eine Aktivierung des Antioxidant 
Response Element (ARE)-Promotors und in dessen Folge eine Induktion von 
antioxidativen Enzyme erwartet. Um eine Erhöhung der Transfektionseffizienz zu 
erreichen, wurden unterschiedliche Transfektions-Kits untersucht. JetPRIME ® 
stellte sich als bestmögliches Kit für die SAOS-2-Zellen heraus.  
Anhand der Analyse von ARE-transfizierten Zellen mittels eines Dual Luciferase® 
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Reporter assays ließ sich eine Relation zwischen der ARE-Aktivierung und der 
PRGF-Zugabe ermitteln. Diese Ergebnisse konnten die Fragestellung 
beantworten, dass PRGF die Regulation des ARE beeinflusst. 
5.3.4 Expression von Nrf-2-Zielgene 
 Es folgte ein Nachweis der Induktion von Nrf-2-Zielgenen und -proteinen auf 
mRNA- bzw. Proteinebene. Durch qRT-PCR-Experimente konnte eine signifikante 
Steigerung der Expression von NQO1 und HO-1 nach Stimulation mit PRGF 
sowohl in pHOB- als auch in SAOS-2-Zellen nachgewiesen werden. Eine 
Steigerung der osteoblastären Eigenschaften von mesenchymalen Stammzellen, 
wie alkalische Phosphatase-Aktivität und BMP-Expression, können nach Vanella 
et al. durch eine Induktion von Hämoxygenase-1 (HO-1) hervorgerufen werden 
(Vanella et al. 2010). Weiterhin wurde auf Proteinebene gezeigt, dass PRGF zu 
einer erhöhten Induktion von Antioxidantien wie Thioredoxinreduktase-1 
(TXNRD1) oder NAD(P)H dehydrogenase (quinone 1) (NQO1) im Zellzytosol 
führte. Diese Enzyme werden zur Abwehr von oxidativem Stress durch ARE über 
Nrf-2 herauf reguliert. Somit konnten die Ergebnisse dieser Arbeit auf einen bis 
Dato nicht beschriebenen Einfluss von PRGF auf das Nrf-2-ARE System und 
Induktion antioxidativer Enzyme verweisen.  
Da eine Durchführung der Versuche mit humanen Osteoblasten auf Grund 
beschränkten Knochenmaterials limitiert war, wurde für die Vorversuche und 
Etablierung der Methoden die Anwendung der Zelllinie SAOS-2 vorgezogen. 
Anschließend wurden die Versuche mit primären humanen Osteoblasten (pHOB) 
wiederholt. Für die pHOB-Zellen konnte keine akzeptable 
Transfektionsoptimierung festgelegt werden (Daten wurden nicht gezeigt). Für die 
weiteren Versuche wurden vergleichbare Bedingungen eingehalten, welche zu 
vergleichbaren Resultaten führten. Somit bietet sich die SAOS-2-Zellline als ein 
geeignetes Modell für primäre Osteoblasten an.  
5.4 Einflüsse von PRGF auf Tenozyten 
Plättchenreiches Plasma hat ein breites klinisches Anwendungsspektrum. Sein 
Einsatz in der Mund-, Kiefer- und Gesichtschirurgie zeigt eine große klinische 
Diskussion 
97 
Relevanz. PRP wird bei der Behandlung von schlecht heilenden Wunden, 
langsam regenerierenden Knochenbrüchen, Arthropatie, Meniskusrissen sowie 
Sehnenentzündungen und Sehnenrupturen eingesetzt.  
Trotzt einer Mehrheit an erfolgreichen klinischen Ansätzen von PRP bei der 
Behandlung von Sehnen, widersprechen sich noch einige Daten. Dadurch hat sich 
die Anwendung von PRP nicht als ein vielversprechendes Therapeutikum für die 
Sehnenruptur durchgesetzt. Zwei konträre Berichte hierfür sind von Schepull und 
Vos et al. publiziert worden (de Vos et al. 2011, Schepull et al. 2011). Sie haben 
kürzlich berichtet, dass PRP keinen Effekt auf die Sehnenheilung zeigte. Beide 
Autoren verglichen dabei eine Injektion von PRP mit einer Salzlösung bei einer 
konservativen Behandlung der Achillessehnenruptur. In beiden Versuchen zeigte 
der PRP-Ansatz keine signifikante Verbesserung der Heilung. Zudem zeigte 
Schepull et al. im Jahre 2011, dass PRP die biomechanischen Eigenschaften der 
Sehne nicht verbesserte (Schepull et al. 2011). Um die kontroversen Meinungen 
genauer diskutieren zu können, soll der Wirkmechanismus von Thrombozyten auf 
die Tenozyten und auf die Sehnenregeneration näher untersucht werden. 
In dieser Studie wurde neben dem Effekt von PRGF auf Osteoblasten auch der 
Einfluss auf Tenozyten untersucht. 
5.4.1  Steigerte Zellviabilität und -Proliferation 
Durch die Zugabe von PRGF zum Kulturmedium wurde eine Erhöhung der 
Zellviabilität und –proliferation von humanen und Ratten-Tenozyten nachgewiesen 
(Tohidnezhad et al. 2011b). Diese Ergebnisse zeigen, dass PRGF in gleicher 
Weise wie Gingivazellen, Fibroblasten, Keratinozyten und Endothelzellen die 
Tenozyten beeinflussen kann (El Backly et al. 2011, Graziani et al. 2005, Mirabet 
et al. 2008, Miyazono et al. 1985). Die Proliferation von Tenozyten kann in der 
frühen Phase der Sehnenregeneration von Bedeutung sein. Virchenko et al. 
berichtete von einem positiven Effekt von Plättchen auf die Heilung der 
Rattensehne, insbesondere in den ersten Tagen nach der Behandlung (Virchenko 
and Aspenberg 2006). 
In dieser Studie hatten die Zellen nach einer maximalen Kultivierungsdauer von 18 
h mit PRGF ihre konstante spindelförmige Morphologie ausgebildet. Sie wurden 
nicht länger als Passage vier für den Versuch verwendet. Eine Zwei-Dimensionale 
Kultivierung oder längere Kultivierungsdauer kann eine Dedifferenzierung der 
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primären Tenozyten hervorrufen (Stoll et al. 2010, Yao et al. 2006). Tenomodulin 
ist ein strukturelles Protein, welches für die Reifung der Tenozyten eine essentielle 
Rolle spielt und als Marker für primäre Sehnenzellen angewandt wird (Docheva et 
al. 2005, Schneider et al. 2011). Die Expression dieses Proteins wurde sowohl in 
verschiedenen Zell-Passagen als auch nach der Behandlung mit PRGF mittels 
Immunhistochemie nachgewiesen. Dadurch konnte gewährleistet werden, dass 
die Zellen neben ihrer Morphologie auch ihre zellulären Eigenschaften 
beibehielten. Die Zugabe von unterschiedlichen PRGF-Konzentrationen führte zu 
einer steigenden Zellviabilität. Eine PRGF-Kontzentration von 5 bis 10 % wies die 
höchste Viabilität auf und wurde für weitere Versuche eingesetzt. Anhand des 
CyQuant-Proliferation-Assays konnte für PRGF ein positiver Effekt hinsichtlich 
Proliferation von Sehnenzellen ermittelt werden. Die Einflüsse von PRGF auf die 
Migration der Zellen wurde mit Hilfe eines in-vitro Wundmodell namens “scratch 
test“ ermittelt. Damit der proliferative Effekt von PRGF die Ergebnisse nur minimal 
beeinflusst, wurde dieser Test innerhalb von sechs Stunden durchgeführt. Die 
Wanderungsgeschwindigkeit der Zellen mit PRGF als Additiv im Kulturmedium 
war höher als die Kontrollgruppe. Dieses Ergebniss korreliert mit Daten von Visser 
et al (Visser et al. 2010). Sie haben gezeigt, dass die Plättchen-freigesetzten 
Wachstumsfaktoren einen deutlich verbesserten Effekt auf die Proliferation und 
Migration von Sehnenzellen auf einem Trägermaterial „scaffold“ haben. PRGF 
enthält zahlreiche Wachstumsfaktoren wie IGF, TGF-β und PDGF, welche die 
DNA-Synthese der Tenozyten stimulieren. Diese Faktoren üben einen 
zusätzlichen Effekt auf die Kollagen-Synthese in Tenozyten aus und tragen damit 
zum Heilungsprozess der degenerierten Sehne bei (Abrahamsson 1997, 
Abrahamsson et al. 1991, Klein et al. 2002, Lin et al. 2010). Die erhoehte 
Expression von Scleraxis in Tenozyten nach PRGF-Gabe deutet darauf hin, dass 
die Zellen in Laufe der Behandlung ihre tenozytenspezifische Eigenschaften 
erhalten und sie sogar verstärkt haben.  
VEGF wurde in humanen fetalen Sehnen gefunden und scheint eine Determinante 
für die pathologische Sehnen-Angiogenese zu sein. Pufe et al. berichtete 
allerdings von einem erhöhten VEGF-Level in degenerativ-veränderten Sehnen 
(Pufe et al. 2001). Tritt ein Schaden oder eine Ruptur der Sehne auf, übt VEGF 
anscheinend einen positiven Effekt auf den Heilungsprozess aus. Der 
therapeutische Ansatz von VEGF hat gezeigt, dass die Behandlung der 
rupturierten Ratten-Achillessehne mit VEGF zu einer gesteigerten Zugfestigkeit 
Diskussion 
99 
nach der Heilung im Vergleich mit nicht behandelten Sehnen geführt hat (Zhang et 
al. 2003). In der frühen Phase der Heilung und Regeneration scheint VEGF von 
Bedeutung zu sein.  
5.4.2 Nrf-2- ARE Aktivierung in Tenozyten 
In der Literatur finden sich bisher keine Angaben über die Einflüsse von 
Thrombozyten auf das Antioxidance Response Element (ARE) in Tenozyten. Im 
vorigen Abschnitt der Arbeit konnte gezeigt werden, dass PDGF zu einer 
Aktivierung vom Nrf-2-ARE-System in Osteoblasten führt. Die Beteiligung von 
ARE im komplexen Prozess während der Inflammation wurde in der Literatur 
gezeigt (Wruck et al. 2011).  
Unsere anfangs gestellte Hypothese der begünstigten Heilung einer Ruptur durch 
Einsatz von PRGF wurde in dieser Studie anhand der in vitro Daten bestätigt. 
Dennoch sind weitere grundlegende und klinische Untersuchungen für eine 
positive Wirkung von Thrombozytenkonzentraten in der Behandlung von 
Sehnenrupturen notwendig. 
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Zusammenfassung 
Infektionen, Ischämie, großflächige Weichgewebsdefekte, Frakturen mit 
Knochengewebsverlust, die eine kritische Größe überschreiten oder 
Gefäßzerstörungen sind mögliche Ursachen, die zu einer verzögerten oder 
ausbleibenden Heilung von knöchernen Defekten führen.  
Die Heilung kann auch durch eine Dysbalance der endogenen 
Reparaturmechanismen gestört sein. Die Behandlung mit autologem 
Plättchenreichen Blutplasma (PRP), eine bioaktive Quelle an Wachstumsfaktoren 
und antimikrobiellen Substanzen, ist ein möglicher Therapieansatz. Über das Nrf-
2-System schützen sich die Zellen gegen oxidativen Stress, der durch Ischämie 
und Reperfusion während der Frakturheilung oder der Sehnenruptur vorherrscht. 
Die Einflüsse von Thrombozyten auf den Transkriptionsfaktor Nrf-2 in Knochen 
und Sehnen wurden bisher nicht untersucht. Weiterhin sind nur wenige Studien 
zur therapeutischen Anwendung von Plättchenkonzentraten vorhanden, die den 
Wirkmechanismus von Thrombozyten auf muskuloskletale Zellen sowohl in vitro 
als auch in vivo ausreichend untersuchen. 
In dieser Studie wurde die antimikrobielle Wirksamkeit von PRP auf häufig 
vorkommende Pathogene mittels Plattendiffusionstest (PDT) ermittelt. Es konnte 
erstmalig die Präsenz der antimikrobiellen Peptide hBD-2 und hBD-3 in 
Thrombozyten mittels verschiedener proteinbiochemischer Methoden 
nachgewiesen und quantifiziert werden. Zudem konnte die Beteiligung dieser 
Defensine im Rahmen des antimikrobiellen Potentials von PRP mittels 
Plattendiffusionstest ermittelt werden. 
Als weitres konnte mit Hilfe des Cell Titer Blue® -Zellviabilität-Assays gezeigt 
werden, dass die Thrombozytenmediatoren in Form von PRGF die Viabilität von 
Osteoblasten und Tenozyten erhöhen. CyQuant- und BrdU-Zellproliferation-
Aassay zeigten eine erhöhte Proliferationsrate von Osteoblasten und Tenozyten 
nach PRGF-Behandlung. Durch einen „Scratch test“ konnte ein gesteigertes 
Migrationsverhalten durch Zugabe von PRGF in den Zellen beobachtet werden. 
Es konnte gezeigt werden, dass PRGF die osteoinduktiven Faktoren BMP-2 und -
4 beinhaltet. In Osteoblasten konnte eine Induktion der Expression von VEGF 
durch PRGF-Behandlung auf Gen- und Proteinebene nachgewiesen werden. Ein 
Zusammenfassung 
101 
erhöhtes VEGF-Angebot durch PRGF und als endogenes Produkt von 
Osteoblasten führt zu einer gesteigerten Angiogenese, die mit einer Frakturheilung 
und einem vermehrten Knochumbau einhergeht.  
Ferner wurde mit Hilfe des Dual Luciferase assays gezeigt, dass PRGF bei der 
Regulation und Aktivierung des Nrf-2-ARE-System sowohl in Osteoblasten als 
auch Tenozyten beteiligt war. Damit förderte PRGF den Schutzmechanismus der 
Osteoblasten, in dem es die Expression von antioxidativen Enzymen wie HO-1, 
TXNRD1 und NQO1 verstärkte. 
Die erhobenen Daten in dieser Dissertation zeigen, dass die von Thrombozyten 
freigesetzten Faktoren in der Abwehr gegen Pathogene direkt beteiligt sind. Es 
verstärkt die Schutzmechanismen von Osteoblasten und Tenozyten gegen 
oxidativen Stress. Des Weiteren enthält PRP osteoanabole Faktoren. Daher 
könnte eine Therapie mit Thrombozytenkonzentraten den Prozess der Fraktur- 
und Sehnenheilung begünstigen. Um weitere Aspekte von PRP auf die Fraktur- 
und Sehnenheilung zu untersuchen, sind weitere längerfristige in vitro-Versuche 
nötig. Die geplanten Tierexprimente (10674G1) sollen in nahe Zukunft die 
Mechanismen der Heilung in vivo verifizieren. 
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Summary 
Infection, ischemia, critical-size bone defects or destruction of vessel are possible 
reasons for delayed or lacked healing of bone defects. The involved soft tissue 
disruption and failure of repair mechanisms lead also to healing complications. 
Platelet rich plasma (PRP), prepared from thrombocyte concentrate, can serve as 
a bioactive source of autologous growth factors and antimicrobial substances. It 
covers a broad spectrum in various therapeutic approaches. 
The Nrf2-system protects cells against oxidative stress given by ischamia and 
tissue destruction during fracture or tendon rupture. Nrf2 binds to the antioxidant 
response element (ARE) in the promoter region of genes coding for antioxidative 
enzymes. The role of thrombocytes in the regulation of ARE-activity, expression of 
Nrf2 and the target genes of Nrf2 in bone and tendon are not investigated so far. 
Furthermore, there are not sufficient studies dealing with in vivo and in vitro effects 
of platelet action on musculoskeletal cells.  
This study demonstrates an antimicrobial activity of PRP against various 
pathogens using disk-diffusion test. The detection of human beta defensin-2 and -
3 (hBD-2 and -3) in platelets is a novel aspect in this dissertation. Both 
antimicrobial peptides were detected using proteinbiochemical methods like 
western blot, immuncytochemistry and ELISA. The participation of these peptides 
in antimicrobial activity of PRP was investigated by standard disk diffusion tests. 
The detection of osteoinductive proteins like BMP-2 and -4 in biological relevant 
amounts in plateles may also be important for the healing potential. 
In addition, the cell proliferation of osteoblast and tenocytes during the treatment 
with platelet released growth factors (PRGF) was determined by CyQuant and 
BrdU cell proliferation assay. Cell Titer Blue® cell viability assays showed also an 
increase of cell viability after addition of PRGF to the cells. More ever PRGF leads 
to an increase in vascular endothelial growth factor (VEGF) in osteoblast.  
The result of Dual Luciferase Assay showed that PRGF leads to an up-regulation 
of ARE in both cells. Additionally, PRGF increased the expression of the Nrf2 
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target genes encoding for antioxidant proteins like HO-1, TXNRD1 and NQO1 in 
osteoblasts. 
In summary PRGF play an important role in defens agains bacterial pathogens. 
They include the antimicrobial peptides hBD-2 and -3 and have an antimicrobial 
potential. They contain the osteoinductive proteins BMP-2 and -4 and promote 
endogenous expression and exogenous supplementation of VEGF. In addition, 
PRGF boosted the defence of osteoblast and tenocyte against oxidative stress. 
These results show that platelet concentrate may be beneficial for the healing 
process of fractures and tendon ruptures.  
Long-term in vitro experiments and in vivo expriments should be carried out in 
order to investigate the molecular mechanismus of thrombocyte concentrate on 
fracture and tendon healing. In the near future we are planning in vivo studies 
(10674G1) to verify these in vitro effects. 
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